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En plantas, la degradación del alantoato es un paso indispensable para el reciclaje de las bases 
nitrogenadas. Además, en las leguminosas tropicales, como judía y soja, los ureidos alantoína y 
alantoato son las formas mayoritarias de transporte del nitrógeno fijado y su acumulación se ha 
relacionado con la inhibición de la fijación de nitrógeno en condiciones de sequía.  
 En este trabajo se ha identificado y caracterizado una alantoato amidohidrolasa (PvAAH) 
en judía. Los resultados obtenidos tras bloquear mediante RNAi la expresión de esta proteína 
sugieren que la AAH es la enzima responsable de la degradación del alantoato en judía. El análisis 
del metabolismo del alantoato en plantas de judía mostró un incremento en el contenido de 
ureidos en las partes aéreas de la planta durante la etapa reproductiva del desarrollo, tanto en 
plantas noduladas como en plantas sin nódulos, así como en plantas sometidas a oscuridad. Este 
incremento de ureidos se correlacionó con el aumento de la actividad alantoinasa en los tallos, 
regulada a nivel transcripcional, y con el descenso de la actividad PvAAH en las hojas. Además, 
en ambas situaciones, el aumento en los niveles de ureidos se acompañó con un incremento en los 
niveles de glucosa y almidón en las hojas. Asimismo, se observó un descenso en la actividad 
PvAAH en hojas de plantas sometidas a déficit hídrico y un aumento en la expresión del gen 
PvAAH en respuesta a diferentes hormonas relacionadas con la respuesta a estrés. 
 
SUMMARY 
Allantoate degradation is an essential step for recycling purine-ring nitrogen in all plants. 
Furthermore, in tropical legumes, as common bean and soybean, the ureides allantoin and 
allantoate are the mayor transport form of fixed nitrogen and ureide accumulation has been related 
with the inhibition of nitrogen fixation under drought conditions. 
In this work, an allantoate amidohydrolase (PvAAH) enzyme from common bean has been 
identified and characterized. The results obtained after blocking PvAAH expression using RNAi 
suggest that the PvAAH is the enzyme responsible for degrading allantoate in common bean. The 
analysis of the allantoate metabolism in common bean plants showed an increase in the ureide 
content in the aerial tissues during the reproductive developmental stage both, in nodulated and 
nonoduladed plants, as well as in plants subjected to darkness. This increase of ureides was 
correlated with an increase of the allantoinase activity in the stems, regulated at transcriptional 
level, and with a decrease of the PvAAH activity in the leaves. In addition, in both situations, 
ureide accumulation was accompanied by an increase in glucose and starch in leaves. Likewise, a 
decrease in the PvAAH activity was observed in leaves of plants submitted to water deficit, and 









































































1. Importancia de las leguminosas para el hombre  
La familia de las leguminosas (Fabaceas) está compuesta por más de 670 géneros 
y 18.000 especies. Las leguminosas son la tercera familia más grande de plantas 
con flor (Polhill et al., 1981), y la segunda más importante desde un punto de 
vista económico, ya que representan aproximadamente el 27% de la producción 
vegetal mundial (Graham y Vance, 2003). Atendiendo a su uso, las leguminosas 
cultivadas se clasifican en leguminosas forrajeras, de las que se aprovechan sus 
hojas y tallos, y leguminosas de grano, de las que se aprovechan principalmente 
sus semillas. 
 Las leguminosas aportan cerca de un tercio de la proteína para consumo 
humano a nivel mundial, además de constituir una fuente importante para piensos 
y forrajes para animales, así como para la producción de aceite para consumo 
humano y para uso industrial (Graham y Vance, 2003). Además, las leguminosas 
acumulan diversos metabolitos secundarios con propiedades beneficiosas para la 
salud humana, como por ejemplo los isoflavonoides (Dixon y Sumner, 2003). 
 La familia de las leguminosas presenta una gran diversidad y sus 
miembros se clasifican en las subfamilias Mimosoideae, Caesalpinioideae y 
Papilionoideae. Dentro de la subfamilia Papilionoideae se encuentran casi todas 
las leguminosas económicamente importantes, como soja (Glycine max), 
cacahuete (Arachis hypogaea), frijol chino (Vigna radiata), garbanzo (Cicer 
arietinum), lenteja (Lens culinaris), judía (Phaseolus vulgaris), guisante (Pisum 
Sativum) y alfalfa (Medicago sativa). Con la excepción del cacahuete, todas estas 
leguminosas se agrupan en dos “clades” diferentes, Galegoid y Phaseoloid, 
clasificadas frecuentemente como leguminosas de climas templados y tropicales, 
respectivamente (Doyle y Luckow, 2003).  
 Una de las características más importantes de las leguminosas es su 
capacidad para formar nódulos en asociación con rizobios y fijar el nitrógeno 





2. Fijación de nitrógeno en leguminosas y su importancia para la 
agricultura y el medio ambiente 
Las plantas asimilan el nitrógeno preferentemente en forma de nitrato y amonio. 
Sin embargo, en condiciones de déficit de nitrógeno, las leguminosas pueden 
utilizar N2 atmosférico gracias a la asociación simbiótica con bacterias fijadoras 
de N2, denominadas en conjunto rizobios.  
 Los rizobios son un grupo filogenéticamente heterogéneo de más de 70 
especies de α- y β-proteobacterias que poseen la capacidad de fijar el N2 
atmosférico en simbiosis con las leguminosas (Sawada et al., 2003). En la 
mayoría de los casos, esta asociación es específica entre una o varias especies de 
rizobio y una planta hospedadora. En general, las leguminosas del género 
Phaseolus se encuentran formando simbiosis con diversas bacterias del género 
Rhizobium, como R. leguminosarum bv phaseoli (Dangeard, 1926), R. etli, 
(Segovia et al., 1993), R. gallicum (Amarger et al., 1997) y R. tropici (Martínez-
Romero et al., 1991), mientras que Glycine max forma simbiosis con diversas 
especies de Bradyrhizobium, como B. japonicum, (Jordan, 1982), B. elkanii 
(Kuykendall et al., 1992) y B. liaoningense (Xu et al., 1995a). Asimismo, varias 
especies de leguminosas de los géneros Medicago y Acacia forman simbiosis con 
bacterias fijadoras de N del género Sinorhizobium (Dangeard, 1926; Toledo et al., 
2003) y otras como Cicer arietinum y Lotus corniculatus con especies de rizobio 
del género Mesorhizobium (Jarvis et al., 1982; Nour et al., 1994). 
 En esta asociación, la planta hospedadora suministra ácidos carboxílicos 
(principalmente malato) como fuente de energía para la bacteria y, a cambio, ésta 
suministra a la planta amonio como fuente de nitrógeno.  
La fijación biológica del nitrógeno atmosférico (FBN) se lleva a cabo por 
el complejo enzimático nitrogenasa en los nódulos, que son estructuras 
especializadas que se forman en la raíz de la planta hospedadora tras ser infectada 
por los rizobios. Dentro de los nódulos, la nitrogenasa de los bacteroides reduce 
el N2 atmosférico hasta NH4
+




nitrógeno fijado en forma de NH4
+
 es rápidamente asimilado, a través del ciclo 
GS/GOGAT, en forma de glutamina y glutamato. Posteriormente, la glutamina 
actúa como donador de nitrógeno para la síntesis del resto de compuestos 
nitrogenados, y como compuesto de transporte de nitrógeno al resto de la planta 
(Schubert, 1986).  
 Smil (1999) estimó que las leguminosas cultivadas fijan anualmente entre 
40 y 60 millones de toneladas métricas de N2 atmosférico, cuya sustitución por 
fertilizantes nitrogenados podría suponer un coste de entre 7 y 10 mil millones de 
dólares. No obstante, pese a sus beneficios, aún son muchos los factores que 
limitan la fijación de nitrógeno, como la sequía (Sinclair et al., 1987), la acidez 
del suelo (Whelan y Alexander, 1986), la limitaciones de nutrientes (O'hara et al., 
1988), el exceso de fertilización con nitrógeno inorgánico (McClure y Israel, 
1979), así como la baja eficiencia de este proceso en algunas especies, entre las 
que se encuentra la judía (Graham y Rosas, 1977; Graham, 1981; Zahran, 1999). 
 
3. La judía común (Phaseolus vulgaris)  
La judía común pertenece al género Phaseolus y recibe el nombre científico de 
Phaseolus vulgaris L. (Linneo, 1753). Su enclave taxonómico es: Clase 
Dicotyledoneae, Subclase Rosidae, Superorden Fabanae, Orden Fabales, Familia 
Fabaceae y Subfamilia Papilionoidae (Strasburger, 1994).  
 P. vulgaris es una planta autógama, con un genoma relativamente 
pequeño (650 Mbp), diploide, con 11 cromosomas (2n = 22) y en cuyo genoma 
no se han producido reordenaciones y duplicaciones cromosómicas complejas 
como las encontradas frecuentemente en otras leguminosas, como es el caso de la 
soja (Shoemaker et al., 1996; Gepts et al., 2008). 
 Hasta el momento se han descrito más de 400 especies en el género 
Phaseolus (Freytag y Debouck, 2002), de las cuales cinco han sido domesticadas: 
P. vulgaris L. (judía común), P. lunatus L. (judía de Lima), P. coccineus L. (judía 




ellas, P. vulgaris es la especie más importante, ya que ocupa el 80% de la 
superficie cultivada con este género (Singh, 1992; Smil, 1999).  
 Las variedades de judía común actualmente cultivadas son el resultado de 
un proceso de domesticación y evolución a partir de una forma silvestre 
procedente de dos áreas geográficas del continente americano: zona 
Mesoamericana y zona Andina (Gentry, 1969; Kaplan, 1981; Brücher, 1988). 
Singh y col. (1991) dividieron estos dos acervos o grupos de germoplasma en seis 
razas: germoplasma Andino (razas Chile, Nueva Granada y Perú) y germoplasma 
Mesoamericano (razas Durango, Jalisco y Mesoamérica). Los cultivares 
comerciales de mayor importancia económica pertenecen a las razas Durango, 
Mesoamérica y Nueva Granada. Dentro de la raza Durango se encuentra la 
variedad Great Northern, de gran importancia en Estados Unidos y Canadá y que 
se exportó a Europa para uso comercial de la semilla (judía de grano). 
 En este trabajo se usó la variedad de P. vulgaris Great Northern cv. 
Matterhorn (PMB-0220). Esta variedad de judía es una planta anual con un ciclo 
de vida relativamente corto. Su hábito de crecimiento es indeterminado erecto 
(Debouch y Hidalgo, 1984), lo que indica que el tallo es generalmente erecto sin 
aptitud trepadora y con terminación en una guía corta, la planta no cesa su 
crecimiento en la etapa de floración aunque lo hace a un menor ritmo, produce 
pocas ramas, que son cortas y carecen también de guías y normalmente tienen 
entre 10 y 12 nudos. 
 
4. Leguminosas ureídicas y amídicas 
Las leguminosas pueden transportar el nitrógeno fijado en los nódulos radicales 
bien en forma de amidas (leguminosas amídicas) o en forma de ureidos 
(leguminosas ureídicas). Las leguminosas amídicas transportan el nitrógeno 
fijado principalmente como asparragina y glutamina, independientemente de si el 
N proviene de la FBN o de la fertilización con nitrato o amonio. Por el contrario, 




nitrógeno son los ureidos alantoato y alantoína, aunque esto sólo ocurre cuando el 
N proviene de la FBN (Schubert, 1986). Entre las leguminosas amídicas se 
encuentra el guisante, el haba, el altramuz, Lotus, la alfalfa, la lenteja y el 
garbanzo. Estas plantas son leguminosas originarias de climas templados y, 
excepto Lotus, que posee nódulos determinados, la mayoría posee nódulos 
indeterminados, por lo que habitualmente estas características se asocian con las 
leguminosas amídicas. Entre las leguminosas ureídicas se encuentran la soja, la 
judía, el caupi y el frijol chino. A diferencia de las leguminosas amídicas, la 
mayoría de las leguminosas ureídicas son originarias de climas tropicales o 
subtropicales y poseen nódulos determinados (Atkins, 1991). 
 En condiciones de FBN, en leguminosas ureídicas, como soja o Vigna 
unguiculata, los ureidos pueden constituir alrededor del 85% de la fracción 
nitrogenada del xilema (McClure y Israel, 1979; McClure et al., 1980), mientras 
que cuando estas plantas se fertilizan con nitrato, la asparragina, glutamina y el 
nitrato sustituyen a los ureidos como las formas mayoritarias de transporte del 
nitrógeno (McClure y Israel, 1979; McClure et al., 1980; Pate et al., 1980; 
Peoples et al., 1985a; 1985b). Este hecho, junto con el efecto negativo que 
produce la fertilización con N inorgánico sobre la FBN (McClure y Israel, 1979; 
McClure et al., 1980), han hecho que se asuma que sólo es posible encontrar altas 
concentraciones de ureidos en leguminosas ureídicas que estén fijando nitrógeno 
de forma activa. De hecho, la determinación del contenido de ureidos en tallos y 
peciolos de estas plantas se ha usado para estimar la tasa de fijación de nitrógeno 
en diferentes especies de leguminosas ureídicas (McClure et al., 1980; Pate et al., 
1980; Herridge, 1982; Patterson y LaRue, 1983). Sin embargo, diferentes trabajos 
han mostrado que el desarrollo de la planta tiene una fuerte influencia sobre los 
niveles de ureidos en el xilema y en las hojas de las plantas ureídicas (Schubert, 
1981; Herridge y Peoples, 1990; Aveline, 1995). Además, varios autores han 
observado concentraciones anormalmente elevadas de ureidos en especies 




(Schubert y Boland, 1990), demostrando que en determinadas condiciones se 
pueden generar cantidades significativas de ureidos a partir de fuentes distintas a 
la FBN, probablemente procedentes del reciclaje de proteína y ácidos nucleicos 
(Zrenner et al., 2006; Brychkova et al., 2008). 
 La principal ventaja que se atribuye a los ureidos, en comparación con las 
amidas, es su baja relación C:N, que es de 1 C por cada N en el caso de la 
alantoína y el alantoato, frente a 2 C por cada N de la asparragina y 2,5 en la 
glutamina. Esta menor relación C:N hace a los ureidos unas moléculas idóneas 
tanto para el transporte de nitrógeno como para su almacenamiento, de acuerdo 
con una mejor economía de carbono para la planta. Por otra parte, se ha estimado 
que a pesar de la complejidad de la ruta de síntesis de los ureidos, el coste en 
ATP y poder reductor por molécula de N asimilado no es muy diferente para la 
síntesis de una molécula de ureidos o de amidas (Smith y Atkins, 2002). No 
obstante, tanto la alantoína como el alantoato son menos solubles que las amidas. 
Diferentes autores han sugerido que esta podía ser la causa de que los ureidos se 
usen como moléculas de transporte en las plantas ureídicas, en su mayoría plantas 
originarias de climas tropicales, donde la disponibilidad de agua es mayor y por 
tanto esta menor solubilidad no representaría una desventaja considerable (Sprent 
y Embrapa, 1980; Schubert y Boland, 1990).  
 
5. Catabolismo de las purinas y síntesis de los ureidos 
Los ureidos se producen por oxidación enzimática de las purinas. En las 
leguminosas ureídicas, los ureidos proceden principalmente de la síntesis de novo 
de purinas en los nódulos radicales de estas plantas (Schubert, 1986; Atkins et al., 
1997). No obstante, las purinas que dan lugar a la síntesis de los ureidos también 
pueden sintetizarse a partir del reciclaje de aminoácidos, o provenir directamente 
del reciclaje de los ácidos nucleicos. Estos procesos de reciclaje cobran una 
especial importancia durante diferentes momentos del ciclo de vida de la planta, 




las semillas y el desarrollo de los órganos de reserva (Revisado por Zrenner et al., 
2006).  
 En las plantas, la mayoría del N reducido se encuentra formando parte de 
las proteínas en las hojas, principalmente de la ribulosa-1,5-difosfato carboxilasa 
oxigenasa (RuBisco). No obstante, una parte importante del mismo (8-19%) se 
encuentra formando parte de los ácidos nucleicos (Peoples y Dalling, 1988), que 
suponen, por tanto, una parte relevante del N total de la planta. 
 El metabolismo del nitrógeno en plantas y animales se diferencia en un 
aspecto fundamental: mientras que en plantas el nitrógeno es un recurso escaso, 
que a menudo limita el crecimiento y la reproducción de las plantas, en los 
animales es un elemento que habitualmente se encuentra en exceso, por lo que 
han de eliminarlo en forma de diversos compuestos, antes de que estos alcancen 
concentraciones que sean tóxicas para la célula. Esta diferencia se refleja en el 
catabolismo de las purinas. Las plantas son capaces de degradar completamente 
las purinas hasta dar lugar a glioxilato y amonio, compuestos que a continuación 
serán reciclados para sintetizar nuevas moléculas orgánicas. Por el contrario, en 
animales, las purinas sólo se degradan parcialmente y el exceso de nitrógeno es 
excretado en forma de purinas. Por ejemplo, en primates (incluido el hombre), 
perros Dalmata, pájaros y muchos reptiles, el ácido úrico es el producto final de 
la degradación de las purinas, mientras que en otros mamíferos lo es la alantoína 
(Vogels y van der Drift, 1976; Nelson y Cox, 2008). Una estimación somera del 
nitrógeno que es excretado en forma de purinas por los animales puede dar idea 
de la relevancia cuantitativa de la degradación de las purinas hasta sus productos 
finales, que tiene lugar en las plantas y muchos microorganismos.  
 El catabolismo de las purinas comprende más de 10 pasos enzimáticos en 
los que están involucrados procesos de desfosforilación de nucleótidos, hidrólisis 
de sus correspondientes nucleósidos y desaminación y oxidación de las bases 
purínicas (Zrenner et al., 2006). El primer intermediario común en la degradación 




ácido úrico por la xantina deshidrogenasa (XDH, EC 1.17.1.4) (Triplett et al., 
1982). Esta enzima utiliza NAD
+ 
como aceptor de electrones, aunque se ha 
descrito que en ausencia de NAD
+
 las XDHs de Arabidopsis y tomate también 
pueden usar O2 como aceptor de electrones, produciendo el radical superóxido en 
la reacción (actividad xantina oxidasa) (Hesberg et al., 2004; Yesbergenova et 
al., 2005). En cambio, a diferencia de las enzimas de Arabidopsis y tomate, la 
XDH de trigo carece de actividad xantina oxidasa (Montalbini, 1998). No 
obstante, no parece que la actividad xantina oxidasa sea relevante in vivo, dada la 
abundancia del NAD
+
 en la célula (Zarepour et al., 2010). La enzima XDH 
también puede funcionar como NADH oxidasa, generando superóxido, usando 
O2 como aceptor de electrones y NADH, en lugar de xantina, como donador 
(Pérez-Vicente et al., 1987; Sandalio et al., 1988; Yesbergenova et al., 2005; 
Zarepour et al., 2010). La enzima XDH se localizó originariamente en el 
citoplasma (Datta et al., 1991). No obstante, los resultados obtenidos por otros 
autores muestran que esta enzima se encuentra en el peroxisoma (Sandalio et al., 
1988; Corpas et al., 2008).  
 A continuación de la XDH, la enzima uricasa o urato oxidasa (UO, EC 
1.7.3.3) cataliza la oxidación del ácido úrico a 5-hidroxiisourato (HIU), con la 
reducción de oxígeno molecular a peróxido de hidrógeno. La uricasa es una 
enzima localizada en el peroxisoma, y es un homotetrámero compuesto por 
subunidades de aproximadamente 35 kDa, cada una con un sitio activo que 
participa en la reacción (Rainbird y Atkins, 1981; Alamillo et al., 1991; Gabison 
et al., 2008). En leguminosas ureídicas el gen de la uricasa se expresa 
mayoritariamente en los nódulos, donde se produce gran cantidad de esta enzima 
(2% de la proteína total del nódulo) asociada al proceso de la fijación de 
nitrógeno, por lo que la uricasa se considera una nodulina tardía (nodulina-35) 
(Bergman et al., 1983; Capote-Maínez y Sánchez, 1997). Durante décadas se 




alantoína (Reynolds et al., 1982). En realidad, esta oxidación transcurre en tres 
pasos secuenciales catalizados por las tres enzimas correspondientes (Figura 1).  
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( 3.5.3.-) S-Ureidoglicolato Glioxilato

















El producto de la uricasa, el HIU puede hidrolizarse espontáneamente a 2-
oxo-4-hidroxi-4-carboxi-5-ureidoimidazolina (OHCU). Sin embargo, a pH neutro 
el OHCU tiene una vida relativamente larga in vitro, lo que sugiere que in vivo 
esta reacción estará probablemente catalizada por una enzima (Kahn y Tipton, 
1997; 1998).  
 Sarma y col. (1999) purificaron una HIU hidrolasa de nódulos de soja, que 
cataliza la hidrólisis del HIU a OHCU y, posteriormente, Raychaudhuri y Tipton 
(2002) clonaron su gen y localizaron a esta enzima en el peroxisoma de las 
células no infectadas de los nódulos. Estos autores observaron que in vitro el 
OHCU se descompone espontáneamente dando lugar a una mezcla racémica de 
S- y R-alantoína, mientras que el producto in vivo de la degradación del ácido 
úrico es la S-alantoína (Vogels y van der Drift, 1976), lo que sugería que esta 
reacción también debe estar catalizada por una enzima. Ramazzina y col. (2006) 
identificaron en ratón (Mus musculus) dos genes que codifican una HIU hidrolasa 
y una OHCU descarboxilasa. Esta última enzima catalizaría la descarboxilación 
del OHCU para producir S-alantoína. Sorprendentemente, la HIU hidrolasa 
identificada en ratón no está filogenéticamente relacionada con la HIU hidrolasa 
identificada en nódulos de soja. Sin embargo, tanto en el genoma de Arabidopsis 
como de otras plantas, incluida la soja, se identificaron genes ortólogos de la HIU 
hidrolasa y de la OHCU descarboxilasa identificadas en ratón, aunque en estas 
plantas ambas actividades enzimáticas se encuentran localizadas en un mismo 
polipéptido bifuncional. Recientemente, diferentes grupos han demostrado la 
funcionalidad de ambos dominios de esta proteína en Arabidopsis, a la que han 
denominado alantoína sintasa (Pessoa et al., 2010; Lamberto et al., 2010). 
Resultados recientes indican que en soja hay al menos dos enzimas que catalizan 
la hidrólisis del HIU, una específica de nódulos, posiblemente involucrada en las 
síntesis de los ureidos provenientes de la FBN, y otra que representa el dominio 
HIU hidrolasa de la alantoína sintasa. Se desconoce si en soja el OHCU se 




de la enzima alantoína sintasa. En soja, la alantoína sintasa se ha encontrado tanto 
en el citosol como en el peroxisoma (Hennebry et al., 2006; Lamberto et al., 
2010). 
 
6. Catabolismo de los ureidos 
6.1 Catabolismo de la alantoína 
En plantas, animales y en gran número de microorganismos, el último paso para 
la síntesis de los ureidos, y a la vez el primero de su catabolismo, está catalizado 
por la enzima alantoína amidohidrolasa (alantoinasa, EC 3.5.2.5) (Vogels et al., 
1966; Kim et al., 2009) (Figura 1). Esta enzima cataliza la hidrólisis de la S-
alantoína a alantoato (Schubert y Boland, 1990).  
Sin embargo, existen microorganismos que carecen de secuencias 
ortólogas al gen de la alantoinasa (DAL 3), como por ejemplo Klebsiella 
pneumoniae, Pseudomonas fluorescens o Schizosaccharomyces pombe. En estos 
organismos, Ramazzina y col. (2008) identificaron una proteína perteneciente a la 
familia de las polisacárido desacetilasas, a la que denominaron puuE, que llevaría 
a cabo la degradación de la S-alantoína a alantoato, siguiendo una ruta diferente a 
la de la mayoría de los organismos, que poseen la enzima alantoinasa. 
 En plantas, la enzima alantoinasa ha sido purificada hasta homogeneidad a 
partir de cotiledones y nódulos de soja (Webb y Lindell, 1993; Bell y Webb, 
1995), así como a partir de frutos de judía (Raso et al., 2007b). En judía, Raso y 
col. (2007b) encontraron dos proteínas con actividad alantoinasa, con 
características muy similares entre sí pero con una distribución diferente en los 
tejidos de la planta. Anteriormente, Bell y Webb (1995) habían descrito múltiples 
formas de esta actividad en nódulos y cotiledones de soja. Más tarde, Yang y Han 
(2004) identificaron el ADNc de esta enzima en Arabidopsis y Robinia 
pseudoacacia y demostraron su función mediante complementación en levaduras 
que carecían de actividad alantoinasa. Además, estos autores comprobaron que 




de crecer usando la alantoína como única fuente de nitrógeno. Más 
recientemente, en soja, se han identificado 4 genes que codificarían la enzima 
alantoinasa, mientras que en judía se han encontrado 2 genes que codificarían 
esta enzima (Díaz-Leal et al., 2012; Duran y Todd, 2012). No obstante, aún no 
hay evidencias experimentales que indiquen que las diversas formas de la enzima 
alantoinasa encontradas en soja y judía sean el resultado de la expresión de genes 
distintos. En plantas, la enzima alantoinasa se ha localizado en el retículo 
endoplásmico (Hanks et al., 1981; Werner et al., 2008), aunque aún no está claro 
cómo se transporta la alantoína desde el peroxisoma al retículo para su 
degradación vía alantoinasa. A diferencia de las alantoinasas descritas en plantas 
(Vogels y van der Drift, 1966; Raso et al., 2007b), la enzima alantoinasa 
identificada en E. coli mostró una mayor activación por zinc y por cobre que por 
manganeso (Cusa et al., 1999), que se supone que es el cofactor de la enzima de 
plantas.  
6.2 Catabolismo del alantoato 
Para la completa reutilización del N y C de los ureidos es necesario que el 
alantoato sea degradado hasta glioxilato y amonio. Al comenzar este trabajo de 
tesis no se había esclarecido la cuestión de si la degradación del alantoato en 
plantas se llevaba a cabo con producción directa de amonio (vía alantoato 
amidohidrolasa, ureidoglicina aminohidrolasa y ureidoglicolato amidohidrolasa) 
o usando urea como intermediario (vía alantoicasa y/o ureidoglicolato urea-liasa), 
que son las dos vías alternativas encontradas en microorganismos (Revisado por 
Todd et al., 2006; Werner y Witte, 2011). Las principales causas de esta 
controversia eran que en ese momento aún no se habían purificado la mayor parte 
de las enzimas involucradas, así como la existencia de datos contradictorios 
procedentes de experimentos fisiológicos llevados a cabo con inhibidores. No 
obstante, la identificación posterior de muchas de esas enzimas (Todd y Polacco, 




al., 2011) indicaría que la vía predominante debe ser con producción directa de 
amonio. 
 Como se ha mencionado antes, la degradación del alantoato puede estar 
catalizada por dos enzimas diferentes: la alantoato amidohidrolasa (AAH, EC 
3.5.3.9) y la alantoato amidinohidrolasa (alantoicasa, EC 3.5.3.4) (Vogels y van 
der Drift, 1976). La actividad alantoicasa cataliza la degradación del alantoato a 
ureidoglicolato y urea, así como del ureidoglicolato a glioxilato y urea (Schubert, 
1986). Esta enzima se ha encontrado en algunos hongos, así como en bacterias y 
animales, entre ellos el hombre (Lawther et al., 1974; Yoo y Cooper, 1991; 
Vigetti et al., 2000; 2001; Masuda et al., 2001). Además, en la levadura 
Saccharomyces cerevisiae, se comprobó que mutantes deficientes en esta enzima 
eran incapaces de crecer usando alantoína o alantoato como única fuente de 
nitrógeno (Lawther et al., 1974). Hasta el momento, el único organismo 
fotosintético donde se ha encontrado la actividad alantoicasa es el alga unicelular 
Chlamydomonas reinhardtii (Piedras et al., 2000).  
 La actividad alantoato amidohidrolasa cataliza la degradación del 
alantoato a S-ureidoglicina con producción de amonio y CO2. Esta enzima se ha 
encontrado en algunas bacterias (Xu et al., 1995b; Cusa et al., 1999; Schultz et 
al., 2001) y más recientemente se ha comprobado su existencia también en 
plantas (Todd y Polacco, 2006; Werner et al., 2008).  
 Shelp y Ireland (1985) estudiaron la degradación completa de la alantoína 
en secciones de hojas de soja. Estos autores describieron que en presencia de 
acetohidroxamato, usado como inhibidor de la ureasa, no se producía amonio ni 
CO2 a partir de alantoato, y sugirieron que este paso enzimático estaría catalizado 
por la enzima alantoicasa. No obstante, otros autores observaron en semillas y 
hojas de soja una actividad degradadora de alantoato que producía amonio y CO2 
y que, por tanto, debía ser una AAH (Winkler et al., 1985; 1987). Sin embargo, 
Subhash y col. (1989) observaron que el acetohidroxamato es también un 




resultados anteriores aparentemente contradictorios. Asimismo, Lukaszewski y 
col. (1992) describieron una actividad degradadora de alantoato en hojas de soja 
cuyas características coincidían con las descritas por Winkler y col. (1985) para 
una AAH. Dados los resultados antes descritos, Todd y Polacco (2004) 
analizaron la degradación del alantoato in vitro en hojas machacadas de soja, en 
presencia del inhibidor de la ureasa fenilfosforodiamidato (PPD) e in vivo con 
mutantes de soja deficientes de ureasa. Los resultados obtenidos por estos autores 
indicaban que en la degradación del alantoato se producía tanto amonio como 
urea, sugiriendo que la degradación del alantoato estaría catalizada por una 
alantoato amidohidrolasa (que produce amonio), mientras que la degradación del 
ureidoglicolato lo estaría por una ureidoglicolato urea-liasa similar a la purificada 
en garbanzo por Muñoz y col. (2001). No obstante, más recientemente se ha 
comprobado que las ureidoglicolato urea-liasas identificadas en plantas (Muñoz 
et al., 2001; 2006), que se creía que producían glioxilato y urea, en realidad 
llevan a cabo una reacción diferente a partir del ureidoglicolato (Muñoz et al., 
2011).  
 La primera secuencia de una AAH de plantas fue identificada por Todd y 
Polacco (2006) en Arabidopsis. Por otra parte, Raso y col. (2007a) purificaron 
parcialmente una actividad catalizadora de la degradación del alantoato (PH-
alcasa) a partir de frutos de judía. Esta actividad enzimática se diferencia tanto de 
la AAH como de la alantoicasa, ya que en su reacción no se producen las 
cantidades esperadas de urea ni de amonio a partir del alantoato, aunque sí 
ureidoglicolato. Además, estos autores describieron que para determinar esta 
actividad enzimática era necesario incluir fenilhidrazina en la reacción, de forma 
similar a como ocurre con las actividades inicialmente identificadas como 
ureidoglicolato urea-liasas purificadas en garbanzo y judía (Muñoz et al., 2001; 
2006). Una vez comenzado este trabajo de tesis, Werner y col. (2008) purificaron 
hasta homogeneidad electroforética las primeras AAHs de plantas, tras su 




Además, estos autores comprobaron que mutantes de Arabidopsis deficientes en 
esta enzima, incapaces de crecer usando alantoína o alantoato como única fuente 
de nitrógeno, sí crecían cuando se complementaban con la AAH sobre-expresada, 
confirmando los resultados obtenidos previamente por Todd y Polacco (2006). 
Como se ha mencionado, la enzima AAH cataliza la degradación del alantoato a 
S-ureidoglicina, CO2 y amonio. Aunque ya Vogels y van der Drift (1976) 
sugirieron que la S-ureidoglicina era el producto de esta reacción, la inestabilidad 
de este compuesto ha propiciado que la formación de S-ureidoglicina no se haya 
demostrado hasta muy recientemente (Werner et al., 2010; Serventi et al., 2010). 
Tanto la AAH de Arabidopsis como la AAH de soja se han encontrado en el 
retículo endoplásmico, localización que comparten con la enzima alantoinasa 
(Werner et al., 2008). Las AAHs identificadas en plantas se activan en respuesta 
a la adición de manganeso (Werner et al., 2008), como ocurre con las AAHs de 
varios microorganismos (Vogels y van der Drift, 1976). La cristalización de la 
AAH de E. coli reveló que esta enzima es un homodímero con dos sitios activos 
situados en la zona de contacto entre las dos subunidades y que cada uno de los 
sitios activos contiene un anión sulfato o fosfato y un catión divalente, que en E. 
coli probablemente sea el zinc (Agarwal et al., 2007).  
 
6.3 Catabolismo de la ureidoglicina 
Como ya se ha mencionado, el producto de la enzima AAH, la S-ureidoglicina, es 
inestable y se descompone rápidamente in vitro a glioxilato, urea y amonio (van 
der Drift et al., 1970; Winkler et al., 1985; Werner et al., 2010; Serventi et al., 
2010). No obstante, se ha podido determinar la presencia de S-ureidoglicolato 
(Gravenmade et al., 1970; Werner et al., 2010; Serventi et al., 2010), lo que 
indica que la S-ureidoglicina in vivo es hidrolizada enzimáticamente. 
Recientemente, se ha identificado el gen que codifica la enzima ureidoglicina 
aminohidrolasa (UGlyAH, EC 3.5.3.-) en Arabidopsis y en E. coli. Estas 




que la enzima UGlyAH cataliza al hidrólisis de S-ureidoglicina a S-
ureidoglicolato y amonio (Werner et al., 2010; Serventi et al., 2010; Shin et al., 
2012). Además, Serventi y col. (2010) observaron que la UGlyAH de 
Arabidopsis se activa por manganeso y que se localiza en el retículo 
endoplásmico, al igual que las enzimas alantoinasa y AAH que catalizan los 
pasos previos. 
 
6.4 Catabolismo del ureidoglicolato 
En leguminosas, Winkler y col. (1988) describieron una actividad ureidoglicolato 
amidohidrolasa y propusieron que esta enzima podría formar parte de un 
complejo enzimático junto con la enzima AAH. Más tarde, Muñoz y col. (2001; 
2006), a partir de frutos de garbanzo y de judía, purificaron hasta homogeneidad 
electroforética dos enzimas dependientes de fenilhidrazina, inicialmente 
consideradas ureidoglicolato urea-liasas. No obstante, recientemente ha quedado 
claro que estas enzimas no catalizan la degradación del ureidoglicolato a 
glioxilato y urea directamente, sino que usan la fenilhidrazina junto con el 
ureidoglicolato para formar ureidoglicolil-fenilhidrazida, que es inestable y se 
descompone a glioxilato y urea, explicando así su identificación inicial como 
urea-liasas (Muñoz et al., 2011). 
 El producto de la UGlyAH, el S-ureidoglicolato, se descompone 
espontáneamente in vitro dando glioxilato y urea (Gravenmade et al., 1970). Esta 
reacción espontánea requiere varias horas y es, por tanto, demasiado lenta para 
ser la reacción que tiene lugar in vivo. Recientemente, en Arabidopsis se ha 
identificado el gen que codifica la enzima ureidoglicolato amidohidrolasa (UAH, 
EC 3.5.3.19). Curiosamente de este gen sólo se han encontrado ortólogos dentro 
del reino vegetal. La enzima UAH cataliza la hidrólisis del S-ureidoglicolato a 
glioxilato, CO2 y dos moléculas de amonio, probablemente actuando como 




se ha localizado también en el retículo endoplásmico y, al igual que la AAH y la 
UGlyAH, se activa por manganeso (Werner et al., 2010). 
 En algunas bacterias que carecen de la enzima UGlyAH, además de las 
enzimas anteriormente descritas, se ha encontrado también una ruta enzimática 
alternativa. Esta ruta permite la conversión de la S-ureidoglicina a oxalurato y 
glicina, en una reacción catalizada por la enzima S-ureidoglicina-glioxilato 
aminotransferasa (French y Ealick, 2010; Ramazzina et al., 2010). En bacterias, 
el S-ureidoglicolato también puede ser oxidado a oxalurato por la ureidoglicolato 
deshidrogenasa o hidrolizado a urea y glioxilato por la ureidoglicolato urea-liasa 
(Cusa et al., 1999; Werner et al., 2010).  
 
7. Papel de los ureidos en condiciones de estrés 
Además de su papel como compuestos de transporte de nitrógeno, en los últimos 
años se ha relacionado a los ureidos con la inhibición de la fijación biológica de 
nitrógeno (FBN) que ocurre en leguminosas ureídicas en condiciones de estrés 
hídrico (Serraj et al., 1999b; King y Purcell, 2005; Ladrera et al., 2007). 
Contrariamente a su papel inhibitorio del proceso de la FBN, varios trabajos han 
sugerido que los ureidos podrían proteger frente a los daños producidos por las 
especies reactivas de oxígeno (ROS) en diversas situaciones de estrés (Nakagawa 
et al., 2007; Brychkova et al., 2008). 
 Si bien la disponibilidad de agua y de nitrógeno determinan la 
productividad de la planta, la FBN es uno de los procesos que primero y más se 
ve afectado por la sequía (Serraj et al., 1999b; Purcell et al., 2004). Asimismo, se 
ha observado que la fijación de nitrógeno es más sensible al estrés hídrico en las 
leguminosas ureídicas que en las amídicas (Sinclair y Serraj, 1995; Serraj et al., 
1999a). Diferentes autores han sugerido que la sensibilidad al estrés hídrico en 
soja está relacionada con la acumulación de ureidos, principalmente alantoato, en 
las partes aéreas de la planta a través de un posible mecanismo de inhibición por 




comprobado que existe una correlación entre los niveles de ureidos y la 
inhibición de la fijación del nitrógeno en cultivares sensibles y tolerantes de soja 
(King y Purcell, 2005; Ladrera et al., 2007). No obstante, según Ladrera y col. 
(2007) la acumulación de ureidos en los primeros momentos de estrés hídrico 
ocurre en los nódulos y no en las hojas. Estos resultados están de acuerdo con la 
correlación entre la inhibición de la FBN y la acumulación de compuestos 
nitrogenados en los nódulos de guisante, observada por Marino y col. (2007). Por 
el contrario, Charlson y col. (2009), de acuerdo con los resultados obtenidos en 
soja por otros autores (Serraj et al., 1999b; King y Purcell, 2005), observaron una 
gran acumulación de ureidos en hojas y tallos de cultivares sensibles y tolerantes 
de soja que sufrían sequía.  
 La existencia de variedades de soja con diferente sensibilidad de la FBN 
frente a la sequía se ha relacionado con la ruta de degradación del alantoato 
utilizada por la planta. Varios trabajos han sugerido una mayor sensibilidad en las 
variedades que utilizan la vía productora de amonio (AAH) que en aquellas que 
utilizan la vía productora de urea (alantoicasa) (Vadez et al., 2000; Vadez y 
Sinclair, 2000; 2001). De acuerdo con esta hipótesis, una deficiencia de 
manganeso, esencial para la actividad de la enzima AAH, podría ser la causa de 
la sensibilidad de la FBN a la sequía en algunas variedades de soja (Purcell et al., 
2000; Sinclair et al., 2003). No obstante, esta hipótesis aún no ha sido 
confirmada, y algunos autores la consideran improbable (Todd et al., 2006; 
Werner et al., 2008). En el trabajo de Charlson y col. (2009) se observó que la 
expresión de la AAH en hojas era similar en las plantas regadas y en las 
sometidas a déficit hídrico y propusieron que la regulación post-transcripcional 
de esta enzima explicaría el incremento de ureidos observado en las hojas de las 
plantas sometidas a sequía. 
 Recientemente, varios trabajos han sugerido que los ureidos podrían tener 
un papel protector. Brychkova y col. (2008) observaron que en hojas de plantas 




natural de las hojas, se producía un incremento en los niveles de ureidos, así 
como en la expresión de algunos de los genes implicados en el metabolismo de 
los mismos. Estos autores también observaron que plantas de Arabidopsis 
deficientes en la actividad xantina deshidrogenasa (XDH) eran más sensibles a 
estrés abiótico y acumulaban una mayor cantidad de H2O2. Sorprendentemente, la 
hipersensibilidad de las plantas deficientes en la enzima XDH se revertía al 
añadir alantoína o alantoato a la planta. Watanabe y col. (2010) obtuvieron 
resultados similares al estudiar el efecto del estrés hídrico en plantas de 
Arabidopsis deficientes en la enzima XDH. Estos autores observaron que las 
plantas transgénicas de Arabidopsis en las que se había bloqueado la expresión de 
la enzima XDH eran más sensibles al estrés hídrico, acumulaban una mayor 
cantidad de H2O2 y que esta hipersensibilidad se revertía al añadir urato a las 
plantas. Estos resultados han hecho que varios autores sugieran que los ureidos 
podrían actuar secuestrando los ROS, protegiendo de este modo los tejidos frente 
al daño producido por las especies reactivas de oxígeno (Brychkova et al., 2008; 
Watanabe et al., 2010). De acuerdo con esta hipótesis, los mutantes de 
Arabidopsis deficientes en la enzima XDH muestran una senescencia prematura, 
así como una reducción de su fertilidad, fenotipos que se revierten tras añadir 
urato a la planta (Nakagawa et al., 2007; Brychkova et al., 2008). No obstante, 
aún no está claro si el fenotipo observado en los mutantes de la enzima XDH de 
Arabidopsis es consecuencia de la interrupción del catabolismo de las purinas, ya 
que los mutantes de las enzimas alantoinasa y AAH no muestran un fenotipo tan 
claro (Yang y Han, 2004; Todd y Polacco, 2006; Werner et al., 2008). 
 
8. Justificación del trabajo que se presenta 
Durante los últimos años se ha producido un gran avance en el conocimiento de 
los genes y las enzimas involucradas tanto en la síntesis como en la degradación 
de los ureidos en plantas. Esto se ha debido principalmente a la publicación de un 




purificación de proteínas en plantas de forma rápida y eficiente. No obstante, a 
pesar de la información obtenida en la planta modelo Arabidopsis, aún no se sabe 
si en otras plantas, como las leguminosas, existen rutas alternativas para el 
catabolismo de las purinas, como ocurre en microorganismos. Además, la 
información de que se dispone acerca de la regulación de las enzimas y genes 
involucrados en el metabolismo de ureidos es aún muy escasa, especialmente en 
leguminosas ureídicas donde los ureidos juegan un papel más importante.  
 En este trabajo se ha estudiado a nivel molecular el metabolismo de los 
ureidos en judía, una planta típicamente ureídica. Se han estudiado tanto el 
contenido de ureidos y otros compuestos nitrogenados, como los niveles de 
expresión de los genes y enzimas responsables de la síntesis y degradación de los 
mismos a lo largo del desarrollo de la planta en diferentes condiciones 
nutricionales y de cultivo, así como en respuesta a algunas situaciones de estrés. 
Se ha hecho especial hincapié en la caracterización fisiológica de la enzima 





































































El objetivo general de esta tesis ha sido la caracterización molecular, bioquímica 
y funcional de la degradación del alantoato en plantas de judía. Para ello se 
plantearon los siguientes objetivos concretos: 
1. Identificar y clonar los genes implicados en la degradación de alantoato 
en judía. 
2. Caracterizar la enzima o enzimas responsables de la degradación del 
alantoato en judía. 
3. Analizar el efecto de factores endógenos, como el desarrollo, y exógenos, 
como las condiciones de cultivo, sobre metabolismo del alantoato. 
4. Estudiar la respuesta del metabolismo de los ureidos a diferentes 




















































































































1.1. Productos químicos, kits y enzimas comerciales 
Los diferentes kits y enzimas usados en este trabajo fueron suministrados por las 
casas comerciales que se indican entre paréntesis en cada caso y, salvo que se 
especifique otra cosa, se usaron siguiendo las indicaciones del fabricante. Los 
reactivos utilizados en este trabajo fueron adquiridos con el máximo grado de 
pureza. La conservación y manipulación se realizó siguiendo las indicaciones de 
los diversos fabricantes.  
 
1.2. Oligonucleótidos 
Los oligonucleótidos utilizados en este trabajo fueron sintetizados por Invitrogen 
o bien fueron suministrados junto con los kits comerciales SMART RACE 
(Clontech), DIG DNA Labeling and Detection (Roche), GenomeWalker 
(Clontech) y iScript cDNA Synthesis (Bio-rad).  
 
2. Material biológico y condiciones de cultivo 
2.1. Material vegetal 
Para los experimentos con plantas de judía (Phaseolus vulgaris L.) se usaron 
semillas de la variedad Great Northern cv. Matterhorn (PMB-0220), 
suministradas por el Prof. Antonio de Ron (Misión Biológica de Galicia, C.S.I.C., 
Pontevedra). Para la expresión de la proteína recombinante PvAAH-HA-Strep se 
usaron plantas de Nicotiana benthamiana. 
 
2.1.1. Condiciones de cultivo habituales y recogida de muestras 
De forma rutinaria, las semillas de P. vulgaris se esterilizaron mediante lavados 
con etanol (30 segundos), hipoclorito sódico al 0,2% (v/v) (5 min) y, finalmente, 
seis lavados con agua destilada estéril. Tras la esterilización, las semillas se 
incubaron en placas de Petri durante 72 horas a 26 ºC sobre papel de filtro 
húmedo. Una vez germinadas, se sembraron 4 - 5 semillas por maceta (16 cm de 
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diámetro por 18 cm de altura) en una mezcla de vermiculita y perlita (2/1, v/v). 
Las plantas se cultivaron en cámara de cultivo con un fotoperiodo de 16 horas de 
luz a 26 ºC y 8 horas de oscuridad a 21 - 19 ºC de temperatura, con una 




 y una humedad relativa del 70%. Las 
plantas cultivadas en condiciones en fijación de nitrógeno (FBN; noduladas) 
fueron inoculadas con un cultivo líquido fresco (1 ml/planta) de Rhizobium 
leguminosarum bv. phaseoli ISP 14 en el momento de la siembra y reinoculadas 
7 días después de la misma. Estas plantas se regaron 3 veces por semana con 
medio de cultivo para plantas Harper y Gibson diluido ¼ sin fuente de nitrógeno, 
excepto en su primer riego en el que el medio contenía KNO3 5 mM. Las plantas 
fertilizadas con nitrato no se inocularon y se regaron rutinariamente con medio de 
cultivo para plantas con KNO3 10 mM como fuente de nitrógeno. 
 Las plantas de Nicotiana benthamiana se cultivaron en sustrato vegetal (3 
plantas por maceta), en cámara de cultivo bajo las condiciones de luz, 
temperatura y humedad antes descritas y se regaron 3 veces por semana con agua. 
 Rutinariamente, de las plantas de judía se recogieron y analizaron las 
siguientes muestras: 3ª y 4ª hoja trifoliada, tallo (parte basal, intermedia y 
superior), raíces (sin los nódulos) y nódulos. Las muestras de xilema de plantas 
de judía, noduladas o fertilizadas con nitrato, se recogieron siguiendo las 
indicaciones de McClure y Israel (1979). Para ello, con una cuchilla estéril se 
cortó el tallo de la planta, justo por debajo del nudo donde se encuentran los 
cotiledones. A continuación, la superficie del corte se lavó con agua desionizada 
y se recogió el xilema de cada planta durante 20 min. Todas las muestras de 
xilema se recogieron entre las 11:00 y las 12:00 de la mañana. De las plantas de 
N. benthamiana se recogieron tres hojas expandidas por planta, siempre de 
plantas jóvenes (3 - 4 semanas). Todo el material vegetal utilizado se congeló 
inmediatamente en nitrógeno líquido, y se almacenó a -80 ºC hasta su uso. 
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Medio de cultivo para plantas Harper y Gibson: la solución nutritiva de Harper y Gibson 
diluida ¼ estaba compuesta por 25 ml de solución de macronutrientes, 1 ml de solución de 
micronutrientes y agua destilada hasta un volumen final de 1 litro. 
Solución de macronutrientes: KH2PO4, 0,05 g/l; K2SO4, 0,2 g/l; MgSO4.7H2O, 0,2 g/l; 
CaCl2, 0,05 g/l; y sandofer (quelato de Fe), 0,02 g/l. Ajustar pH a 6,5 con KOH. 
Solución de micronutrientes: H3BO3, 2,86 g/l; MnSO4.H2O, 2,08 g/l; ZnSO4.7H2O, 0,22 g/l; 
CuSO4.5 H2O, 0,08 g/l; y NaMoO4.2 H2O, 0,15 g/l. 
 
2.1.2. Experimentos fisiológicos 
Se utilizaron plantas de judía cultivadas en las condiciones descritas en el 
apartado anterior y como se indicará en cada caso. 
 
2.1.2.1. Tratamientos con alopurinol 
Los tratamientos con alopurinol se llevaron a cabo en plantas noduladas de judía, 
cultivadas en las condiciones habituales. A los 26 días tras su siembra (DPS), 
estas plantas se dividieron en dos grupos. Uno de los grupos de plantas se regó 
cada 3 días con solución de Harper y Gibson diluida ¼, mientras que el otro 
grupo de plantas se regó cada 3 días con esta solución suplementada con 
alopurinol 0,1 mM durante 14 días. La solución de alopurinol se preparó justo 
antes de cada riego, en el que se usaron 200 ml por maceta. De estas plantas se 
recogieron muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada antes (26 DPS) y después de 
comenzar el tratamiento con alopurinol (28, 30, 32, 34, 35, 37, 39 y 42 DPS). La 
recogida de muestras se realizó entre las 11:00 y las 12:00 a.m. 
 
2.1.2.2. Experimentos en condiciones de oscuridad total o parcial 
Para los experimentos en condiciones de oscuridad total se usaron plantas de 
judía cultivadas en condiciones de FBN. A los 28 DPS, estas plantas se 
dividieron en 2 grupos equivalentes. Uno de los grupos se mantuvo en las 
condiciones de iluminación habituales (16 horas de luz y 8 horas de oscuridad; 
plantas control), mientras que el otro grupo se trasladó durante 48 h a una cámara 
de cultivo con las mismas condiciones de temperatura y humedad relativa pero 
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sin luz. Trascurrido este tiempo, las plantas mantenidas en oscuridad se 
transfirieron durante 24 horas a condiciones de iluminación normales. Tanto de 
las plantas control como de las plantas mantenidas en oscuridad se recogieron 
muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada y de tallos, antes (0) y después (24 y 48 
horas de oscuridad) del tratamiento de oscuridad, así como transcurridas 24 horas 
tras devolver las plantas que habían estado 48 horas en oscuridad a las 
condiciones de luz estándar. 
 Para los experimentos en condiciones de oscuridad parcial, las plantas 
noduladas de judía de 28 DPS se dividieron en 2 grupos equivalentes. Uno de los 
grupos de plantas se mantuvo en condiciones de luz estándar (plantas control), 
mientras que al otro grupo se les cubrió el 50% de las hojas trifoliadas con papel 
de aluminio (plantas tratadas). Transcurridas 48 horas en estas condiciones, se 
recogieron muestras de las hojas cubiertas con aluminio, de las hojas no cubiertas 
y de los tallos de las plantas tratadas, así como de las hojas trifoliadas y tallos de 
las plantas control. 
 
2.1.2.3. Experimentos en condiciones de déficit hídrico 
Para los experimentos de estrés por déficit hídrico se utilizaron plantas de judía 
cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno. A los 28 DPS, las plantas se 
dividieron en 2 grupos equivalentes. Uno de los grupos de plantas se mantuvo 
con irrigación normal (plantas control), mientras que el otro dejó de regarse 
durante 10 días (plantas tratadas). De estas plantas se recogieron muestras de 
nódulos, raíces, tallo y de la 3ª y 4ª hoja trifoliada, antes (28 DPS) y después del 
tratamiento de déficit hídrico (38 DPS).  
 
2.1.2.4. Tratamientos con hormonas 
Para los tratamientos con hormonas se usaron plantas noduladas de judía. A los 
19 DPS, estas plantas se dividieron en 4 grupos equivalentes. Uno de los grupos 
de plantas se regó cada 24 h con agua (plantas control), mientras que cada uno de 
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los 3 grupos restantes se trató por separado con las hormonas ácido abscísico 
(ABA), ácido jasmónico (JA) y ácido salicílico (SA). Para ello, se preparó una 
solución concentrada de cada una de las hormonas (ABA y JA disueltos en etanol 
y SA en agua) que, posteriormente, se diluyó hasta una concentración final de 10 
μM el ABA, 50 μM el JA y 200 μM el SA. En los casos en los que fue necesario, 
se ajustó el pH a 6,8. Cada uno de estos grupos de plantas se trató cada 24 h con 
200 ml de las anteriores soluciones de hormonas, mediante su aplicación en el 
riego y pulverización sobre las hojas. Dos días después de comenzar el 
tratamiento, se recogieron muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de las plantas 
tratadas con cada una de las hormonas vegetales y de las plantas control. 
 
2.1.2.5. Experimentos con alta y baja temperatura 
Para los tratamientos de alta y baja temperatura se usaron hojas trifoliadas 
cortadas procedentes de plantas noduladas de judía de 21 DPS. Para el 
tratamiento con alta temperatura, las hojas se incubaron durante 2 horas a 39 ºC 
en placas de Petri de 14 cm de diámetro, sobre papel de filtro humedecido para 
evitar la desecación de las muestras. En el tratamiento con baja temperatura, las 
hojas se incubaron durante 4 horas a 4 ºC, en placas de Petri de 14 cm de 
diámetro sobre papel de filtro humedecido. Como control de los tratamientos se 
usaron hojas trifoliadas cortadas de plantas noduladas de judía de la misma edad 
y mantenidas a temperatura ambiente en placas de Petri de 14 cm de diámetro 
sobre papel de filtro humedecido durante 2 y 4 horas, respectivamente. 
 
2.2. Cepas bacterianas  
En la tabla 1 se indica la especie, cepa, resistencia a antibióticos y el origen o la 
referencia de cada una las estirpes bacterianas usadas en este trabajo. 
La cepa DH5α de Escherichia coli es una estirpe deficiente en diferentes 
endonucleasas intracelulares y en algunos de los componentes del sistema de 
restricción-modificación de bacterias. Además, el genotipo lacZΔM15 de esta 
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cepa la hace compatible con la selección blanco/azul que poseen algunos vectores 
de clonación, como el vector pGEMT-Easy. En este tipo de vectores, la inserción 
de un fragmento de ADN exógeno da lugar a la interrupción del gen de la -
galactosidasa, impidiendo así la síntesis correcta de la enzima que hidroliza el X-
gal (5-bromo-4-cloro-3-indolil-β-D-galactopiranósido), cuyo producto de 
degradación da un color azul a la colonia. De este modo, aquellas bacterias que 
contienen el vector con un fragmento de ADN clonado en él son blancas, 
mientras que las que han sido transformadas con el plásmido vacío tienen color 
azul. 
 
Tabla 1. Cepas bacterianas. En la tabla se indica la especie, cepa, resistencia a antibióticos y el 





Origen o referencia 
Escherichia coli DH5α - Invitrogen 
Escherichia coli BL21 (DE3) - Novagen 
Rhizobium leguminosarum 
bv. phaseoli 
















(Koncz y Schell, 
1986) 




 La cepa BL21 (BE3) de E. coli es una estirpe deficiente en varias 
proteasas celulares y que incorpora en su genoma el gen de la ARN polimerasa 
T7, bajo el control de un promotor inducible por IPTG. Estas características la 
convierten en una cepa idónea para la expresión heteróloga de proteínas en E. 
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coli. Las cepas DH5α y BL21 de E. coli se cultivaron en medio LB a 37 ºC 
durante 12 - 16 h.  
 La cepa ISP 14 de Rhizobium leguminosarum bv. phaseoli es una estirpe 
de Rhizobium con la capacidad de formar nódulos en las raíces de diferentes 
especies del género Phaseolus. Esta cepa se usó para inocular las plantas de judía 
cultivadas en condiciones de fijación biológica de nitrógeno. Esta cepa se cultivó 
en medio de Rhizobium durante 48 h a 28 ºC. 
 La cepa C58C1 de Agrobacterium tumefaciens, transformada con el 
plásmido helper pCH32, se usó para la transformación de hojas de Nicotiana 
benthamiana. Esta estirpe se cultivó durante 24 h a 28 ºC en medio LB 
suplementado con rifampicina (100 μg/ml) y tetraciclina (15 μg/ml). La cepa 
GV3101::pMP90RK de A. tumefaciens también se usó para la transformación de 
hojas de N. benthamiana. Esta cepa es compatible con el vector pAMPAT-MCS 
(AY436765) y sus derivados como el pXCSHAStrep, usado en este trabajo. La 
cepa GV3101::pMP90RK de Agrobacterium se cultivó en medio LB a 28 ºC 
durante 48 h en medio sólido y durante 16 - 20 h en medio líquido con selección 
por rifampicina (100 μg/ml), kanamicina (50 μg/ml) y gentamicina (15 μg/ml). 
 La cepa k599 de Agrobacterium rhizogenes posee la capacidad de infectar 
y transformar raíces de diferentes especies vegetales, entre ellas varias del género 
Phaseolus. Tras la infección se produce la formación de raíces transformadas, 
denominadas raíces pilosas. La cepa k599 de Agrobacterium se cultivó en medio 
LB durante 24 h a 28 ºC con selección por rifampicina (100 μg/ml). 
 El cultivo en medio líquido se realizó en agitación a 200 rpm en un 
agitador orbital termostatizado y en matraces de crecimiento con una cámara de 
aire de aproximadamente 4/5 partes del volumen total, a la temperatura y durante 
el tiempo indicado para cada cepa bacteriana.  
 Para su conservación, las estirpes bacterianas se congelaron en nitrógeno 
líquido en el mismo medio nutritivo utilizado para su crecimiento suplementado 
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con glicerol estéril al 20% (v/v). Tras la congelación en presencia de glicerol las 
cepas se almacenaron a -80ºC. 
 
Medios de cultivo para bacterias: los medios de cultivo para bacterias se esterilizaron en 
autoclave durante 20 min a 126 ºC. Para preparar medio de cultivo sólido, se añadió agar al 
1,5% (p/v).  
Medio LB (Luria-Bertani): NaCl, 10 g/l; bacto-triptona, 10 g/l; y extracto de levadura, 5 g/l. 
Medio para Rhizobium: K2HPO4, 0,4 g/l; KH2PO4, 0,1 g/l; MgSO4.7H2O, 0,2 g/l; NaCl, 0,1 
g/l; Cl2Ca, 0,04 g/l; extracto de levadura, 0,8 g/l; y manitol, 10 g/l. Ajustar pH a 7,2 con 
HCl. 
 
3. Preparación de células competentes  
Todo el material usado para la preparación de células competentes, a menos que 
se indique lo contrario, fue esterilizado en autoclave a 126 ºC durante 20 min. 
 
3.1. Preparación de células competentes de E. coli 
Para la preparación de células competentes de las cepas DH5α y BL21 de E. coli 
se siguió el método descrito por Inoue y col. (1990). Para ello, a partir de una 
colonia bacteriana procedente de un cultivo sólido fresco, se inoculó un cultivó 
de 3 ml de medio LB líquido. Tras 8 h a 37 ºC en agitación, con este cultivo se 
inocularon 250 ml de medio SOB líquido. Se incubó a 18 ºC en agitación hasta 
alcanzar una absorbancia a 600 nm de 0,5 (aproximadamente 30 h). Una vez 
alcanzada esta densidad óptica, las células se concentraron mediante 
centrifugación a 1.100 g durante 10 min, se eliminó el sobrenadante y las células 
precipitadas se resuspendieron en 80 ml de tampón TB frío. Tras 10 min en hielo, 
la suspensión se centrifugó a 1.100 g durante 10 min a 4 ºC. A continuación, se 
eliminó el sobrenadante y las células se resuspendieron en 20 ml de tampón TB 
frío con DMSO al 7%. Después de 10 min en hielo, las células se dividieron en 
partes alícuotas, se congelaron con nitrógeno liquido y se almacenaron a -80 ºC 
hasta su uso. 
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Medio SOB: Bacto-triptona, 20 g/l; extracto de levadura, 5 g/l; NaCl 10 mM; KCl 2,5 mM; 
MgCl2 10 mM y MgSO4 10 mM.  
Tampón TB: Pipes 10 mM; KCl 250 mM y CaCl2 15 mM. Ajustar pH a 6,7 con KOH y 
añadir 55 ml de MnCl2 1 M (Cf 55 mM). Esterilizar por filtración (filtro de 0,22 μm) y 
conservar a 4 ºC. 
 
3.2. Preparación de células electrocompetentes de Agrobacterium 
El protocolo que a continuación se describe se usó para la preparación de células 
electrocompetentes de las diferentes cepas de Agrobacterium. A partir de una 
colonia bacteriana, procedente de un cultivo fresco, se inocularon 100 ml de 
medio LB líquido con los antibióticos adecuados. Este cultivo se incubó a 28 ºC 
en agitación hasta alcanzar una absorbancia a 600 nm de aproximadamente 0,5 – 
0,6. A continuación, el cultivo se centrifugó a 1.100 g durante 10 min a 4 ºC, y 
las células precipitadas se lavaron sucesivamente con 100, 50, 20 y 20 ml de una 
solución fría (0 - 2 ºC) de glicerol al 10%. Una vez finalizados los lavados, la 
suspensión celular se centrifugó a 1.100 g durante 10 min a 4 ºC, se eliminó el 
sobrenadante y las células precipitadas se resuspendieron en 2 ml de una solución 
fría de glicerol al 10%. Por último, las células se dividieron en partes alícuotas, se 
congelaron con nitrógeno líquido y se almacenaron a -80 ºC hasta su uso.  
 
4. Vectores 
En la tabla 2 se enumeran los vectores usados en este trabajo, la resistencia a 
antibióticos que confieren y su origen o referencia. 
pGEMT-Easy se usó para la clonación de diversos fragmentos de ADN 
obtenidos mediante PCR. Este plásmido confiere resistencia a ampicilina y 
permite la clonación directa de productos de PCR terminados en su extremo 3´ en 
un residuo de desoxiadenosina. Además, como se explica en el apartado 2.2 de 
Materiales y Métodos, este vector permite seleccionar a simple vista aquellas 
bacterias que contienen el vector con un fragmento de ADN clonado en él 
(colonias blancas) de las que han sido transformadas con el vector vacío (colonias 
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azules). La cepa DH5α de E. coli se transformó con las diferentes construcciones 
obtenidas usando este plásmido. Las células transformadas con estas 
construcciones se seleccionaron mediante la adición al medio de cultivo de 
ampicilina (100 μg/ml), IPTG (isopropil-β-D-1-tiogalactopiranósido; 0,3 mM) y 
X-gal (0,02 mg/ml). 
 
Tabla 2. Vectores. En la tabla se indican los diferentes vectores usados en este trabajo, la 





Origen o referencia 
pGEMT-Easy Clonación Ampicilina Promega 
pET30b
+
 Expresión Kanamicina Novagen 
pBIN61:P19 
Expresión de la 
proteína P19 
Kanamicina (Voinnet et al., 2003) 








 El vector comercial pET30b
+
 se usó para la sobreexpresión de la proteína 
recombinante His6-PvAAH en E. coli. Este vector permite la sobreexpresión en 
bacterias de proteínas fusionadas a una cola de histidinas en el extremo N-
terminal, C-terminal, o en ambos extremos. La cepa BL21 de E. coli se 
transformó con las diferentes construcciones generadas en este vector. La 
selección de las células transformadas con estas construcciones se hizo mediante 
la adición al medio de kanamicina (50 μg/ml). 
 La construcción pBIN61:P19 se usó para la expresión de la proteína P19, 
supresora del silenciamiento génico del virus del enanismo del tomate (Voinnet et 
al., 2003), en N. benthamiana. Con esta construcción se transformó la cepa 
C58C1::pCH32 de A. tumefaciens. La selección de las bacterias transformadas 
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con esta construcción se hizo mediante la adición al medio de kanamicina (50 
μg/ml), rifampicina (100 μg/ml) y tetraciclina (15 μg/ml). 
 El vector pXCSHAStrep, derivado del plásmido pAMPAT-MCS, se usó 
para la expresión de la proteína recombinante PvAAH-HA-Strep en N. 
benthamiana. Este vector permite la expresión en plantas de proteínas fusionadas 
en la región C-terminal al epítopo HA-Strep. La cepa GV3101::pMP90RK de 
Agrobacterium se transformó con las diferentes construcciones basadas en este 
vector. La selección de las células transformadas con estas construcciones se hizo 
mediante la adición al medio de carbenicilina (75 μg/ml, para medio sólido y 50 
μg/ml, para medio líquido), rifampicina (100 μg/ml), kanamicina (50 μg/ml) y 
gentamicina (15 μg/ml). 
 El vector pFGC5941 se usó para el silenciamiento génico de la expresión 
de la proteína PvAAH en judía. Este vector posee dos sitios de clonación múltiple 
flanqueando un intrón del gen de la chalcona sintasa A de petunia. Esta 
disposición permite la clonación de un mismo fragmento de ADN en sentido 
directo, en uno de los sitios de clonación múltiple, y en sentido reverso, en el 
otro, dando lugar así a la expresión de un ARN interferente (RNAi) de tipo 
horquilla (hairpin RNA). Con esta construcción se transformó la cepa k599 de A. 
rhizogenes. La selección de las bacterias transformadas con esta construcción se 
hizo mediante la adición al medio de cultivo de kanamicina (50 μg/ml) y 
rifampicina (100 μg/ml). 
 
5. Aislamiento y purificación de ácidos nucleicos 
Para el aislamiento de ácidos nucleicos se empleó material libre de ribonucleasas. 
Para ello, todo el material empleado se esterilizó dos veces en autoclave durante 
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5.1. Aislamiento y purificación de ADN genómico 
El ADN genómico se extrajo a partir de hojas jóvenes de plantas de judía 
recogidas a los 7 - 14 DPS. Estas muestras se congelaron en nitrógeno líquido y 
se trituraron en un mortero de porcelana hasta conseguir un polvo fino, añadiendo 
nitrógeno líquido de forma continua para evitar que se descongelase durante el 
proceso. Para el aislamiento y purificación del ADN genómico se usó una 
modificación del método descrito por Doyle y Doyle (1987), así como el kit 
comercial GenElute Plant Genomic DNA Miniprep (Sigma). 
 
5.1.1. Método Doyle y Doyle (adaptado)  
A 0,8 ml de tampón de extracción (previamente calentado a 60 ºC) se añadieron 
200 mg de tejido, se mezcló mediante agitación en vórtex y se incubó durante 40 
min a 60 ºC. Transcurrido este tiempo, se añadieron 0,8 ml de una solución de 
cloroformo: alcohol isoamílico (24:1, v/v), se agitó durante 15 s y se centrifugó a 
4.500 g durante 10 min a 4 ºC. A continuación, se recogió la fase superior acuosa 
y se añadieron 0,48 ml de isopropanol, se agitó por inversión varias veces y se 
centrifugó a 4.500 g durante 10 min a 4 ºC. Se eliminó el sobrenadante y sobre el 
precipitado se añadió 1 ml de una solución de etanol al 75% y 10 mM de acetato 
amónico. Tras mezclar por inversión, se centrifugó a 4.500 g durante 5 min a 4 
ºC, se eliminó el sobrenadante y se dejó secar el precipitado. Posteriormente, el 
precipitado se resuspendió en 100 μl de tampón de elución con 10 μl de ARNasa 
A (5 U/μl; R4875, Sigma) y se incubó a 37 ºC durante 30 min. Tras el tratamiento 
con ARNasa, se añadieron 10 μl de acetato sódico 3 M y 100 μl de isopropanol, 
se mezcló por inversión y se centrifugó a 5.500 g durante 5 min a 4 ºC. Se 
eliminó el sobrenadante y se añadió sobre el precipitado 1 ml de etanol al 75% 
frío. Tras mezclar por inversión, se centrifugó a 4.500 g durante 5 min a 4 ºC, se 
eliminó el sobrenadante y se dejó secar el precipitado. Finalmente, el precipitado 
se resuspendió en 30 μl de tampón de elución y se almacenó a -20 ºC hasta su 
uso.  
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Tampón de extracción: CTAB al 2% (p/v); NaCl 1,4 M; EDTA 20 mM; Tris-HCl 100 
mM (pH 8) y β-mercaptoetanol al 0,2% (v/v), añadido justo antes del uso. 
Tampón de elución (TE): Tris-HCl 10 mM (pH 7,5) y EDTA 1 mM. 
 
5.1.2. Kits comerciales para la extracción y purificación del ADN genómico 
Para aislar ADN genómico de alta pureza se usó el kit comercial GenElute Plant 
Genomic DNA Miniprep (Sigma). 
 
5.2. Aislamiento y purificación de ADN plasmídico 
5.2.1. Lisis alcalina y precipitación con isopropanol  
Rutinariamente, el ADN plasmídico aislado mediante este método se usó para el 
escrutinio de las cepas DH5α y BL21 de E. coli transformadas con las diferentes 
construcciones usadas en este trabajo (Materiales y Método, apartado 10).  
 A partir de una colonia bacteriana se inocularon 3 ml de medio LB líquido 
suplementado con los antibióticos adecuados. Tras 14 - 16 h en agitación a 37 ºC, 
el cultivo se centrifugó a 1.100 g durante 5 min a temperatura ambiente. A 
continuación, se eliminó el sobrenadante y las células precipitadas se 
resuspendieron en 200 µl de la solución I. Tras 5 min a temperatura ambiente, se 
añadieron 400 µl de la solución II, se mezcló por inversión y se incubó durante 5 
min a temperatura ambiente para provocar la rotura de las células. Se añadieron 
200 µl de la solución III, se mezcló por inversión y se incubó en hielo durante 5 
min. A continuación, se centrifugó a 14.000 g durante 15 min a temperatura 
ambiente y se recogió el sobrenadante. El sobrenadante se mezcló con 540 µl de 
isopropanol y se incubó durante 10 min a temperatura ambiente para precipitar 
los ácidos nucleicos. Se centrifugó a 14.000 g durante 15 min a 4 ºC y se eliminó 
el sobrenadante. Se añadió 1 ml de etanol al 75% sobre el precipitado y se mezcló 
por inversión. Se centrifugó a 14.000 g durante 5 min a 4 ºC, se eliminó el 
sobrenadante y se dejó secar el precipitado. Una vez seco, el precipitado se 
resuspendió en 20 µl de agua miliQ estéril con 2 μl de ARNasa A (5 U/μl; R4875, 
Sigma) y se almacenó a -20 ºC hasta su uso.  
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Solución I: Glucosa 50 mM; Tris-HCl 25 mM (pH 8) y EDTA 10 mM. 
Solución II: NaOH 0,2 N y SDS al 1% (p:v). Preparar justo antes de usar. 
Solución III: Acetato potásico 3 M y ácido acético glacial 5 M. 
 
5.2.2. Kits comerciales para la extracción y purificación de ADN plasmídico  
Para aislar el ADN plasmídico de las diferentes cepas de Agrobacterium, así 
como para obtener ADN plasmídico de alto grado de pureza procedente de E. 
coli, se utilizaron los kit comerciales Wizard Plus SV Minipreps DNA 
Purification System (Promega), FavorPrep Plasmid Extraction (Favorgen) y 
QIAprep Spin Miniprep (Qiagen). En cada caso se siguieron las indicaciones del 
fabricante. 
 
5.3. Aislamiento y purificación de fragmentos de ADN 
Se utilizaron los kit comerciales que a continuación se enumeran: Wizard SV Gel 
and PCR Clean-Up System (Promega), FavorPrep Gel/PCR Purification 
(Favorgen), QIAquick Gel Extraction (Qiagen) y QIAquick PCR Purification 
(Qiagen). Estos kits permitieron purificar directamente productos de PCR, 
eliminando el resto de los componentes de la reacción de PCR, o bien fragmentos 
de ADN aislados tras su separación mediante electroforesis en un gel de agarosa 
al 0,8% (Materiales y Métodos, apartado 7.1).  
 
5.4. Aislamiento y purificación de ARN total 
El ARN total se extrajo a partir de muestras congeladas y pulverizadas con 
nitrógeno líquido. Para ello, a 100 mg de tejido congelado se le añadió 1 ml del 
reactivo comercial TRI Reagent (Sigma) o TRISURE (Bioline), se mezcló 
inmediatamente utilizando el agitador vórtex y se incubó durante 5 min a 
temperatura ambiente. A continuación, se añadieron 0,2 ml de cloroformo, se 
agitó durante 15 s y se centrifugó a 14.000 g durante 15 min a 4 ºC. Se recogió la 
fase superior acuosa a la que se le añadieron 0,5 ml de isopropanol, se mezcló por 
inversión y tras 5 min de incubación a temperatura ambiente, se centrifugó a 
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14.000 g durante 15 min a 4 ºC. Se eliminó el sobrenadante, se añadió 1 ml de 
etanol al 75% sobre el precipitado y se centrifugó a 14.000 g durante 5 min a 4 
ºC. A continuación, se eliminó el sobrenadante y se dejó secar el precipitado. El 
precipitado se resuspendió en 200 μl de agua miliQ esterilizada en autoclave, se 
añadieron 133 μl de cloruro de litio 8 M, se mezcló por inversión y se incubó 
durante 12 h a 0 ºC. Transcurrido este tiempo, se centrifugó a 14.000 g durante 15 
min a 4 ºC, se eliminó el sobrenadante y se añadió 1 ml de etanol al 75%. Se 
mezcló por inversión y se centrifugó a 14.000 g durante 5 min a 4 ºC. Finalmente, 
se eliminó el sobrenadante, se dejó secar el precipitado y, una vez seco, se 
resuspendió en 40 μl de agua miliQ estéril y se almacenó a -20 ºC hasta su uso. 
 
6. Cuantificación y análisis de pureza de ácidos nucleicos 
La cuantificación de ácidos nucleicos se realizó espectrofotométricamente, 
midiendo su absorbancia (A) a 260 nm, teniendo en cuenta que los coeficientes 





respectivamente. Al mismo tiempo, se determinó la absorbancia de las muestras a 
230, 260 y 280 nm, para determinar la presencia de sales o proteínas 
contaminantes. Cocientes de A260/A230 < 2 indican la presencia de contaminación 
de naturaleza glucídica, mientras que cocientes A260/A280 < 2 indican la presencia 
de contaminación de naturaleza proteica. Para la cuantificación se empleó 
normalmente una dilución 1/500 en agua destilada estéril. Para la cuantificación 
del ADN y ARN también se usó un NanoVue Plus (GE Healthcare). 
 La integridad y pureza de los ácidos nucleicos se comprobó 
rutinariamente mediante electroforesis en gel de agarosa (Materiales y Métodos, 
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7. Fraccionamiento de ácidos nucleicos 
7.1. Electroforesis de ADN 
La separación electroforética del ADN se llevó a cabo empleando generalmente 
geles de agarosa al 1% con bromuro de etidio (0,5 g/ml), en tampón TBE (0,5x). 
Las muestras de ADN se cargaron en el gel tras mezclarse con un volumen 
adecuado de tampón de carga de ADN (6x). La electroforesis se realizó a un voltaje 
comprendido entre 50 y 100 voltios (en función del tamaño de las moléculas de 
ADN y el contenido en agarosa del gel), durante un tiempo inversamente 
proporcional al voltaje empleado. En las electroforesis se incluyeron marcadores de 
peso molecular con objeto de estimar la cantidad de ADN presente y su tamaño; 
normalmente se trataba de 500 ng de ADN del fago  digerido con las 
endonucleasas de restricción HindIII y EcoRI (Fermentas). La visualización de las 
moléculas de ADN se realizó tras la exposición del gel a luz ultravioleta (UV). 
 
Tampón TBE (10x): Tris-HCl 90 mM (pH 8); H3BO3 90 mM y EDTA 2 mM. 
Tampón de carga de ADN (6x): Tris-HCl 10 mM (pH 7,6); EDTA 60 mM; azul de 
bromofenol al 0,03% (p/v); xilen-cianol FF al 0,03% (p/v) y glicerol al 30% (v/v). 
 
7.2. Electroforesis de ARN 
La separación electroforética del ARN se llevó a cabo empleando geles de agarosa 
al 1% en tampón TBE (0,5x) o MOPS (0,5x). Antes de la electroforesis, las 
muestras de ARN se mezclaron con un volumen adecuado de tampón de carga de 
ARN (3x) y se calentaron a 58 ºC durante 5 min. La electroforesis se realizó a 50 
voltios. El gel se visualizó con un transiluminador de luz UV.  
 
Tampón MOPS (10x): MOPS 400 mM; acetato sódico 60 mM y EDTA 0,5 mM. Este 
tampón se preparó con H2O miliQ, se ajustó a pH 7 con NaOH y se esterilizó en autoclave.  
Solución de carga de ARN (3x): MOPS 1x; formaldehido al 23,3% (v/v); formamida 
desionizada al 66,7% (v/v); azul de bromofenol al 0,03% (p/v); xilen-cianol FF al 0,03% 
(p/v) y bromuro de etidio al 0,0025% (p/v). 
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8. Ligación de fragmentos de ADN 
Todos los fragmentos de ADN usados en las reacciones de ligación fueron 
previamente purificados como se indica en el apartado 5.3 de Materiales y 
Métodos. La cantidad de inserto y vector usada en las ligaciones se calculó 
mediante la siguiente fórmula: μg de inserto = 3 x [(pb de inserto x μg de vector) 
/ (pb de vector)]. 
 Para las ligaciones en el vector comercial pGEMT-Easy se empleó la 
ligasa del fago T4 suministrada en el kit comercial pGEMT-Easy Vector Systems 
(Promega). Para las ligaciones en este vector se usaron fragmentos de ADN que 
provenían de reacciones de PCR con ADN polimerasas sin o con poca actividad 
correctora (GoTaq DNA Polimerase y Advantage 2 Polymerase Mix). Las 
reacciones de ligación se llevaron a cabo a 16 ºC durante toda la noche, en una 
mezcla compuesta por: 5 µl de tampón de ligación (2x); 0,5 µl (25 ng) de vector; 
0,7 µl (2 unidades Weiss) de ADN ligasa T7, no más de 2 µl del fragmento de 
ADN y H2O miliQ estéril hasta 10 µl. 
 Para las ligaciones en los vectores pET30b
+
, pXCSHAStrep y pFGC5941 
se usó la ligasa del fago T4 suministrada por Promega. Estas reacciones de 
ligación se llevaron a cabo a 16 ºC durante toda la noche, en una mezcla 
compuesta por: 1,5 µl de tampón de ligación (10x); 50 ng de vector; 1 µl (3 
unidades Weiss) de ADN ligasa T7, no más de 3,5 µl del fragmento de ADN y 
H2O miliQ estéril hasta 15 µl. 
 
9. Transformación de células competentes 
9.1. Transformación de células competentes de E. coli 
Inmediatamente antes de la transformación, las partes alícuotas de células 
competentes necesarias, preparadas como se describe en el apartado 3.1 de 
Materiales y Métodos, se descongelaron en hielo. Una vez descongeladas, a 70 µl 
de suspensión de células competentes se añadieron 7 µl del producto de la 
ligación, se mezclaron por pipeteo y se incubó durante 15 min en hielo. A 
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continuación, esta mezcla se incubó durante 75 segundos a 42 ºC y 
posteriormente en hielo durante 2 min. Se añadieron 0,9 ml de medio LB líquido, 
se mezcló por inversión y se incubó durante 1 h a 37 ºC sin agitación. El cultivo 
obtenido se centrifugó a 1.100 g durante 5 min a 4 ºC, se eliminó el sobrenadante 
y las células precipitadas se resuspendieron en 100 µl de medio LB líquido. 
Finalmente, 50 µl de estas células transformadas se sembraron en medio LB 
sólido con los antibióticos adecuados y se incubaron a 37 ºC durante 12 h. 
 
9.2. Transformación de células electrocompetentes de Agrobacterium 
En un tubo previamente enfriado en hielo se mezclaron 20 µl de células 
electrocompetentes (Materiales y Métodos, apartado 3.2) y entre 0,25 y 1 µg de 
ADN plasmídico de alta pureza (Materiales y Métodos, apartado 5.2.2). A 
continuación, la mezcla se pasó a una cubeta de electroporación de 0,1 cm de 
grosor Gene Pulser/MicroPulser Cuvettes (Bio-rad),  previamente enfriada en 
hielo, y se le aplicó un pulso eléctrico (2,5 V, 25 μF, con una resistencia entre 
400 y 600 Ohms y durante 8 - 12 segundos) usando el sistema MicroPulser 
Electroporator (Bio-rad). Tras el pulso, las células se recogieron añadiendo 1 ml 
de medio LB líquido a la cubeta de electroporación, se transfirieron a un nuevo 
tubo y se incubaron a 28 ºC durante 3 h. Trascurrido este tiempo, se sembraron en 
placas con medio LB sólido con los antibióticos apropiados y se incubaron a 28 
ºC durante 2 - 3 días. 
 
10. Escrutinio de las colonias transformantes 
Tras ser seleccionadas con los antibióticos adecuados, las colonias resultantes se 
analizaron para determinar la presencia o no del fragmento de ADN deseado. 
Para ello, se analizó el ADN plasmídico de estas colonias bacterianas mediante 
endonucleasas de restricción o por PCR. Además, en el caso de las bacterias 
transformadas con las construcciones en el vector pGEMT-Easy, la selección 
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blanco/azul permitió la identificación previa de aquellas colonias que contenían el 
vector con un fragmento de ADN clonado en él. 
 
10.1. Análisis con endonucleasas de restricción 
El ADN plasmídico, aislado como se indicó anteriormente (Materiales y 
Métodos, apartado 5.2.1), se digirió con las endonucleasas de restricción 
adecuadas para el análisis. A continuación, los diferentes fragmentos de ADN 
resultantes se separaron y analizaron mediante electroforesis en gel de agarosa 
(Materiales y Métodos, apartado 7.1). En el caso del vector pGEMT-Easy, 
habitualmente se utilizó la enzima de restricción EcoRI (Fermentas), que liberaba 
el fragmento de ADN clonado en él. Para el análisis con endonucleasas de 
restricción de las construcciones en los vectores pET30b
+
, pXCSHAStrep y 
pFGC5941 se usaron las mismas enzimas de restricción utilizadas para generarlas 
(Materiales y Métodos, apartado 20.1; 22.1 y 23.1, respectivamente), o bien otras 
adecuadas para identificar los clones positivos. Rutinariamente las digestiones se 
llevaron a cabo durante 1 h a la temperatura recomendada por el fabricante 
(habitualmente 37 ºC), en una mezcla compuesta por: 2,5 μl de tampón (10x); 1 - 
5 U de enzima de restricción; 1 μg de ADN plasmídico y H2O miliQ estéril hasta 
25 μl. 
 
10.2. Análisis por PCR 
El fragmento de ADN clonado en el sitio de clonación múltiple del vector se 
amplificó por PCR y el producto de esta PCR se analizó mediante electroforesis 
en gel de agarosa. En estas reacciones se usó como molde tanto ADN plasmídico 
como directamente una pequeña porción de la colonia bacteriana. Como 
cebadores se usaron oligonucleótidos complementarios a las secuencias que 
flanquean el sitio de clonación múltiple del vector así como oligonucleótidos 
específicos para el fragmento de ADN deseado (Tabla 3). Estas reacciones de 
PCR se hicieron generalmente utilizando la polimerasa GoTaq DNA Polymerase 
(Promega), en una mezcla de reacción compuesta por: 4 μl de tampón (5x); 1,2 μl 
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de MgCl2 (25 mM); 0,5 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada uno); 1 μl de 
oligonucleótido 1 (10 μM); 1 μl de oligonucleótido 2 (10 μM); 0,1 μl (0,5 U) de 
ADN polimerasa; 0,25 μg de plásmido o un fragmento de la colonia y H2O miliQ 
estéril hasta 20 μl. Las condiciones para estas PCRs fueron las siguientes: una 
desnaturalización inicial a 95 ºC durante 3 min; 35 ciclos compuestos por 
desnaturalización del ADN a 95 ºC durante 30 s, unión de los cebadores a una 
temperatura específica para cada pareja de oligonucleótidos (Tm) durante 30 s y 
extensión a 72 ºC durante 1 min por cada 1 kb del fragmento de ADN a 
amplificar; y una extensión final a 72 ºC durante 10 min. 
 
Tabla 3. Parejas de oligonucleótidos usados para el escrutinio de bacterias mediante análisis 
por PCR y para secuenciación. En la tabla se muestran las parejas de oligonucleótidos, junto 
con sus secuencias de nucleótidos usadas como cebadores en el análisis por PCR de las bacterias 
transformadas con las construcciones en los vectores pGEMT-Easy, pET30b
+
, pXCSHAStrep y 
pFGC594, así como para la secuenciación de las mismas. Además, en la tabla se indica la 
temperatura de hibridación (Tm) usada para cada pareja de oligonucleótidos. 
 
Vector Cebadores (5´- -3´) Tm 
pGEMT-Easy 



















La secuenciación de ácidos nucleicos se realizó en el Servicio Central de Apoyo a 
la Investigación (S.C.A.I.) de la Universidad de Córdoba. Para ello, se usaron 
entre 0,2 y 0,4 μg de ADN plasmídico y 3,2 pmoles de cebador. 
 Los oligonucleótidos usados para la secuenciación de las diferentes 
construcciones se indican en la Tabla 3. 
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12. Bases de datos y programas informáticos 
Para la búsqueda de secuencias se usaron las bases de datos del NCBI 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov), del EMBL-EBI (http://www.ebi.ac.uk) y la base 
de datos Phytozome (http://www.phytozome.net). 
El análisis de las secuencias, alineamiento y generación de cladogramas se 
llevó a cabo usando las herramientas del paquete informático Lasergene 
(DNASTAR).  
 Para el diseño de oligonucleótidos se usaron los programas Primer3 
(http://frodo.wi.mit.edu) y Oligo6 (Molecular Biology Insights, Inc.). 
 La identificación de posibles motivos funcionales en la proteína PvAAH 
se hizo a través de los programas TargetP (http://www.cbs.dtu.dk 
/services/TargetP), PsortII (http://psort.hgc.jp/form2.html), PlantsP 
(http://plantsp.genomics.purdue.edu) y NetPhos2.0 (http://www.cbs.dtu.dk 
/services/NetPhos). 
 Para la predicción de motivos reguladores en la región promotora del gen 
PvAAH se usaron las bases de datos BDGP (http://www.fruitfly.org/seq_tools 
/promoter.html), PLACE (http://www.dna.affrc.go.jp/PLACE/index.html) y 
PlantCARE (http://bioinformatics .psb.ugent.be/webtools/plantcare/html). 
 El análisis estadístico de los datos obtenidos en este trabajo se hizo 
mediante la prueba t de Student, usando el programa informático Graphpad 
(Graphpad Software). 
 
13. Separación electroforética de proteínas 
La separación electroforética de proteínas se realizó en geles de poliacrilamida al 
10% en presencia de SDS (Laemmli, 1970). Todas las electroforesis se llevaron a 
cabo en una cubeta de electroforesis Mini Protean III (Bio-rad). Las muestras se 
mezclaron con tampón de carga en relación 1/1 (v/v) y se calentaron a 98 ºC 
durante 5 min. La electroforesis se llevó a cabo a 30 voltios durante 2 horas con 
tampón de electroforesis con SDS al 0,1%. La composición del gel separador fue: 
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Tris-HCl 375 mM (pH 8,8); SDS al 0,1% (p/v); APS (persulfato amónico) al 
0,05% (p/v); TEMED al 0,1% (p/v) y acrilamida/bis-acrilamida al 10%. La 
composición del gel concentrador fue: Tris-HCl 125 mM (pH 6,8); SDS al 0,1% 
(p/v); APS al 0,05% (p/v); TEMED al 0,1% (p/v) y acrilamida/bis-acrilamida al 
4%. 
 En los geles se incluyeron marcadores de peso molecular con objeto de 
obtener una estimación del tamaño y cantidad de proteína presente en cada uno 
de los pocillos. Se utilizaron los marcadores de peso molecular pre-teñidos 
Prestained SDS-PAGE Standards (Bio-rad) y PageRule Prestained Protein 
Ladder (Fermentas). 
 Una vez separadas las proteínas se tiñeron con una solución de Azul de 
Coomassie diluido, cuya baja concentración tiñe sólo las proteínas y, por tanto, no 
es necesario desteñir los geles (Zehr et al., 1989), o bien con tinción de plata 
usando el kit Silver Stain (Bio-rad). 
 
Tampón de electroforesis: Tris-HCl 25 mM (pH 8,3); glicina 192 mM y SDS al 0,1% 
(p/v). 
Tampón de carga Laemmli: Tris-HCl 100 mM (pH 6,8); β-mercaptoetanol 71,5 mM; SDS 
al 2% (p/v); azul de bromofenol al 0,025% (p/v) y glicerol al 10% (v/v). 
Solución Coomassie “one step”: etanol al 10%; ácido acético al 5% y Coomassie R-250 al 
0,0016%. 
 
14. Electrotransferencia y análisis por Western blot 
Tras la electroforesis, las proteínas presentes en el gel de acrilamida se 
transfirieron a una membrana de fluoruro de polivinilideno (PVDF, Sigma-
Aldrich) mediante electrotransferencia en una cubeta Mini-TransBlot (Bio-rad). 
La membrana de PVDF se activó sumergiéndola en metanol absoluto 
durante 3 min y se mantuvo en tampón de transferencia hasta su uso. La 
transferencia se realizó a 200 mA durante 2 h a 4 ºC. Transcurrido este tiempo, la 
membrana se lavó con tampón T-TBS y se bloqueó con leche desnatada en polvo 
al 5% (p/v) en tampón T-TBS a temperatura ambiente durante 30 min y con 
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agitación constante. A continuación, se añadió el anticuerpo primario, diluido a la 
concentración adecuada en tampón T-TBS, y se incubó con agitación durante 1 h 
a temperatura ambiente (anticuerpos monoclonales) o durante 12 h a 4 ºC 
(anticuerpos policlonales). Seguidamente, la membrana se lavó 3 veces con 
tampón T-TBS durante 10 min. Se añadió el anticuerpo secundario conjugado 
con fosfatasa alcalina, diluido a 1:15.000 en tampón T-TBS, y se incubó durante 
45 min a temperatura ambiente con agitación. La membrana se lavó 3 veces con 
tampón T-TBS durante 10 min y, finalmente, se incubó con el tampón de 
desarrollo de la actividad fosfatasa durante 1 - 5 min.  
 Para el análisis por Western blot de la expresión y purificación de la 
proteína recombinante His6-PvAAH, como anticuerpo primario se usaron 
anticuerpos monoclonales que reconocen la cola de poli-histidinas (H1029 
Sigma-Aldrich), diluidos a 1:15.000 en tampón TBS. Para el análisis de la 
expresión y purificación de la proteína recombinante PvAAH-HA-Strep, como 
anticuerpo primario se usaron anticuerpos monoclonales que reconocen el 
epítopo HA (2-2.2.14, Pierce), diluidos a 1:2.500 en tampón TBS. Como 
anticuerpos secundarios para el análisis por Western blot de la expresión y 
purificación, tanto de la proteína His6-PvAAH como de la PvAAH-HA-Strep, se 
usaron anticuerpos conjugados a la fosfatasa alcalina que reconocen las 
inmunoglobulinas G (IgG) de ratón (A3562, Sigma), mientras que para el análisis 
de la expresión de la proteína PvAAH, utilizando como anticuerpo primario los 
anticuerpos policlonales desarrollados en conejo frente a la proteína His6-
PvAAH, se usaron anticuerpos conjugados a la fosfatasa alcalina que reconocen 
la IgG de conejo (A3687, Sigma). 
 
Tampón de electrotransferencia: Tris-HCl 25 mM (pH 8,3); glicina 192 mM y metanol al 
20%. 
Tampón TBS: Tris-HCl 25 mM (pH 7,4) y NaCl 137 mM. 
Tampón T-TBS: Tris-HCl 25 mM (pH 7,4); NaCl 137 mM y Tween-20 al 0,1% (v/v). 
Tampón de desarrollo: Tris-HCl 100 mM (pH 9,5); MgCl2 5 mM; BCIP 0,4 mM y NBT 
0,37 mM. 
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15. Análisis por PCR cuantitativa (qPCR) 
15.1. Tratamiento con ADNasa 
Para eliminar cualquier traza de ADN genómico, el ARN (Materiales y Métodos, 
apartado 5.4) usado para el análisis por PCR cuantitativa se trató con ADNasa I 
(Invitrogen). Para ello, se mezcló 1 μl de tampón (10x) con 1 U de ADNasa I, 2,5 
μg de ARN y H2O miliQ estéril hasta 10 μl. Esta mezcla se incubó a 37 ºC 
durante 30 min. Transcurrido este tiempo, se añadió 1 μl de EDTA 50 mM y se 
incubó a 65 ºC durante 10 min, para inactivar la enzima. Para verificar que el 
ADN había sido eliminado, se comprobó la ausencia de amplificación del ARN 
ribosomal 18S, usando el ARN tratado con ADNasa I como molde y los 
oligonucleótidos 18S-1 (5´-CAAAGCAAGCCTACGCTCT-3´) y 18S-2 (5´-
CGCTCCACCAACTAAGAACG-3´). Para la amplificación se usó la enzima 
GoTaq DNA Polymerase (Promega), en una mezcla de reacción compuesta por: 4 
μl de tampón (5x); 1,2 μl de MgCl2 25 mM; 0,5 μl de mezcla de dNTPs (10 mM 
de cada uno); 1 μl de oligonucleótido 18S-1 (10 μM); 1 μl de oligonucleótido 
18S-2 (10 μM); 0,1 μl (0,5 U) de ADN polimerasa; 1 μl de ARN tratado con 
ADNasa I y H2O miliQ estéril hasta 20 μl. Las condiciones para estas PCRs 
fueron las siguientes: una desnaturalización inicial a 95 ºC durante 1 min seguida 
de 30 ciclos de 95 ºC durante 1 min, 56 ºC durante 30 s y 72 ºC durante 1 min; y 
una extensión final a 72 ºC durante 7 min. Los productos de estas PCRs se 
analizaron mediante electroforesis en un gel de agarosa (Materiales y Métodos, 
apartado 7.1). 
 
15.2. Síntesis de ADNc 
El ADNc usado para el análisis mediante qPCR se sintetizó a partir de 2,5 μg de 
ARN previamente tratado con ADNasa I usando la retrotranscriptasa iScript 
cDNA Synthesis (Bio-rad) en una reacción compuesta por: 4 μl de tampón (5x); 1 
μl de retrotranscriptasa; 2,5 μg de ARN tratado con ADNasa y H2O miliQ estéril 
hasta 20 μl. Esta mezcla se incubó a 25 ºC durante 5 min, a continuación a 42 ºC 
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durante 30 min y finalmente la mezcla se calentó a 85 ºC durante 5 min para 
inactivar la enzima. 
 Antes de utilizar estos ADNc para el análisis por qPCR, se comprobó la 
cantidad e integridad del ADNc sintetizado mediante la amplificación por PCR 
del gen de la Actina 2. Para ello, se usó la enzima GoTaq DNA Polymerase 
(Promega) y los oligonucleótidos actina2.5´ (5´-ACGAGACCACATACAACTC 
CATAAT-3´) y actina2.3´ (5´-TGCTTCCAGACAAATCATCATAGTA-3´), en 
una mezcla de reacción y con un programa de PCR iguales a los usados en el 
apartado anterior. 
 
15.3. PCR cuantitativa o en tiempo real 
Las PCRs cuantitativas se hicieron en un equipo iCycler iQ (Bio-rad) usando el 
reactivo comercial iQ SYBR Green Supermix (Bio-rad) y oligonucleótidos 
(cebadores) específicos para cada uno de los genes analizados (Tabla 4). Cada 
reacción estaba compuesta por: 8 μl de tampón (2x); 0,32 μl de oligonucleótido 1 
(10 μM); 0,32 μl de oligonucleótido 2 (10 μM); 1 μl de ADNc diluido 1/3 y H2O 
miliQ estéril hasta 16 μl. El programa de PCR usado consistía en una 
desnaturalización inicial a 95 ºC durante 5 min seguida por 40 ciclos de 95 ºC 
durante 30 s, 65 ºC durante 30 s y 72 ºC durante 30 s. 
La fluorescencia emitida por el SYBR Green se midió durante la etapa de 
extensión de cada ciclo. La especificidad de los cebadores se verificó mediante 
curvas de desnaturalización para cada amplicón una vez finalizada la PCR. Para 
ello, se efectuó un calentamiento desde 60 ºC hasta 100 ºC, incrementando la 
temperatura 0,5 ºC por min. La eficiencia de amplificación de las diferentes 
parejas de cebadores usados para el análisis por PCR cuantitativa se determinó 
mediante diferentes reacciones de PCR usando como molde diluciones del ADNc 
sintetizado a partir de muestras de raíces y hojas de plantas de judía. La eficiencia 
de todas las parejas de cebadores usados fue superior al 90%. Los valores de Ct 
(ciclo umbral) se calcularon usando el software del equipo iCycler iQ (Bio-rad) y 
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estuvieron comprendidos entre los ciclos 20 y 35 para todos los genes analizados. 
Los niveles de expresión de cada gen se normalizaron frente a la expresión del 
gen de la Actina 2, empleado como gen de referencia, y se analizaron siguiendo el 
método del 2
-ΔΔCt
 como describen Livak y Schmittgen (2001). Todas las 
reacciones se hicieron por triplicado (repeticiones técnicas) usando preparaciones 
de ARN procedentes de 3 experimentos diferentes. 
 
Tabla 4. Cebadores usados para el análisis mediante PCR cuantitativa. En la tabla se 
muestran las diferentes parejas de oligonucleótidos usados como cebadores para el análisis por 
PCR cuantitativa de la expresión de los genes de la actina 2, uricasa (PvUO), alantoinasa 1 
(PvALN.1), alantoinasa 2 (PvALN.2) y alantoato amidohidrolasa (PvAAH). 
 
Gen Cebadores (5´- -3´) 








PvALN1.3´ ( GGATATAATATAATACATGCAAACGCAC) 
PvALN.2  




 PvAAH.3´ ( GTGGGGCGGCTGTTTATGGT) 
 
16. Amplificación del ADNc PvAAH 
16.1.  Síntesis de ADNc mediante el kit SMART-RACE 
Para amplificar el ADNc completo del gen PvAAH se utilizó el kit comercial 
SMART-RACE (Clontech), siguiendo las recomendaciones del fabricante. Todos 
los tampones, reactivos y oligonucleótidos usados en este apartado fueron 
suministrados en el kit. Con este método, a partir de ARN extraído de hojas 
jóvenes de plantas de judía (Materiales y Métodos, apartado 5.4) se obtuvieron 
dos poblaciones de ADNc de primera cadena. Una población 5´-RACE, en la que 
el oligonucleótido SMART II se introduce en el extremo 5´ del ADNc, mientras 
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que el oligonucleótido 5´-CDS (que incorpora la secuencia complementaria al 
oligonucleótido UPM) actúa como cebador en la retrotranscripción, y una 
población 3´-RACE, en la que la secuencia SMART II se introduce junto con el 
cebador 3´-CDS en el extremo 3´ del ADNc. 
 Para la síntesis del ADNc 5´-RACE se mezclaron: 2,5 µg de ARN total de 
judía; 1 µl del oligonucleótido 5´-CDS (10 µM); 1 µl del oligonucleótido 
SMART II (10 µM) y H2O miliQ estéril hasta 5 µl. Para la síntesis del ADNc 3´-
RACE se mezclaron: 2,5 µg de ARN total de judía; 1 µl del oligonucleótido 3´-
CDS (10 µM) y H2O miliQ estéril hasta 5 µl. Ambas mezclas se incubaron a 70 
ºC durante 2 min, se enfriaron en hielo durante 2 min y se centrifugaron 
brevemente. A continuación, a cada una de las anteriores mezclas se les 
añadieron: 2 µl de tampón (5x); 1 µl de DTT (20 mM); 1 µl de mezcla de dNTPs 
(10 mM de cada uno) y 1 µl de retrotranscriptasa. Ambas reacciones se 
mezclaron por pipeteo y se incubaron a 42 ºC durante 90 min. Transcurrido este 
tiempo, se le añadieron 20 µl de tampón Tricina–EDTA y se incubaron a 72 ºC 
durante 7 min para inactivar la enzima. El ADNc así obtenido se almacenó a -20 
ºC hasta su uso. 
 
16.2.  Amplificación de los fragmento 5´ y 3´-RACE del ADNc PvAAH 
Para aislar los fragmentos 5´- y 3´-RACE del ADNc PvAAH se llevaron a cabo 
diferentes reacciones de PCR usando como molde las poblaciones de ADNc 5´- y 
3´-RACE junto con un oligonucleótido inespecífico (UPM, suministrado con el 
kit SMART-RACE, complementario a la secuencia SMART II) y un 
oligonucleótido específico del ADNc PvAAH (GSP2 o GSP1). Para la 
amplificación, se usó la mezcla de polimerasas suministrada con el kit Advantage 
2 PCR (Clontech) según las instrucciones del fabricante. 
 Para amplificar el fragmento 5´-RACE, se usó como molde el ADNc 5´-
RACE y el oligonucleótido específico GSP1 (5´-TGGACATTGGCACTGTTCC 
AGCATG-3´) en una mezcla de reacción compuesta por: 2,5 μl de tampón (10x); 
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0,5 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada); 0,5 μl de Advantage ADN 
polimerasa; 1,3 μl de ADNc 5´-RACE; 2,5 µl de oligonucleótido UPM (10x); 0,5 
μl de oligonucleótido GSP1 (10 μM) y H2O miliQ estéril hasta los 25 μl. Para la 
amplificación del fragmento 3´-RACE se usó una mezcla de PCR igual a la 
anterior, salvo que como molde se usó el ADNc 3´-RACE y como 
oligonucleótido específico se usó el oligonucleótido GSP2 (5´-
GAGAACTCAATTGACATCACAGAGGA-3´). 
 Las condiciones de PCR usadas para amplificar los fragmentos 5´- y 3´-
RACE del ADNc PvAAH fueron las siguientes: desnaturalización inicial a 96 ºC 
durante 2 min; 5 ciclos de 94 ºC durante 30 s y 72 ºC durante 3 min; 5 ciclos de 
94 ºC durante 30 s, 70 ºC durante 3 s y 72 ºC durante 3 min; 25 ciclos de 94 ºC 
durante 30 s; 68 ºC durante 3 s y 72 ºC durante 3 min; y extensión final a 72 ºC 
durante 5 min. 
 Los productos de estas PCRs se analizaron mediante electroforesis en gel 
de agarosa y tras su aislamiento y purificación (Materiales y Métodos, apartado 
5.3) se clonaron en el vector pGEMT-Easy (Materiales y Métodos, apartado 8). 
Una vez obtenidos los clones positivos, se verificó la secuencia de los insertos 
mediante secuenciación (Materiales y Métodos, apartado 11). 
 
16.3.  Amplificación del ADNc completo del gen PvAAH 
El ADN completo del gen PvAAH se amplificó por PCR a partir del ADN 5´-
RACE usando como cebadores los oligonucleótidos Pv.ALCO.5´ (5´- 
GAGATTGGGAAGCATTGGTG-3´) y PvALCO.3´ (5´-TGCTTTACACA 
GTTATCATATCACTCA-3´), complementarios a las secuencias 5´ y 3´ no 
codificantes del ADNc PvAAH. Para la amplificación, se usó la mezcla de 
polimerasas suministrada con el kit Advantage 2 PCR (Clontech) en una mezcla 
de reacción compuesta por: 2,5 μl de tampón (10x); 0,5 μl de mezcla de dNTPs 
(10 mM de cada); 0,5 μl de Advantage ADN polimerasa; 1,3 μl de ADNc 5´-
RACE; 1 µl del oligonucleótido Pv.ALCO.5´ (10 μM); 1 μl del oligonucleótido 
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PvALCO.3´ (10 μM) y H2O miliQ estéril hasta los 25 μl. Las condiciones de esta 
PCR fueron: desnaturalización inicial a 96 ºC durante 3 min; 35 ciclos de 94 ºC 
durante 45 s, 56 ºC durante 30 s y 72 ºC durante 3 min; y extensión final a 72 ºC 
durante 7 min. 
 El producto de esta PCR se analizó mediante electroforesis en gel de 
agarosa y se clonó en el vector pGEMT-Easy. 
 
17. Análisis por Southern blot 
Se usó el protocolo descrito por Southern (1975) con algunas modificaciones. 
 
17.1. Digestión del ADN genómico de judía  
Se digirió ADN genómico de judía con las enzimas de restricción EcoRI, BamHI, 
HindIII, PstI y HindIII + PstI. Se usaron 4 mezclas de reacción compuestas por: 5 
μl de tampón (10x); 60 U de enzima de restricción; 15 μg de ADN genómico y 
H2O miliQ estéril hasta 50 μl. Las digestiones del ADN genómico se incubaron 
durante 12 h a 37 ºC. Trascurrido este tiempo, las 4 reacciones se incubaron a 65 
ºC durante 10 min para inactivar las enzimas. 
 
17.2.  Trasferencia de ADN o Southern blot 
El ADN genómico ya digerido se separó mediante electroforesis en un gel de 
agarosa al 0,7%. Una vez finalizada la electroforesis, el gel se incubó con la 
solución depurinizante durante 10 min. A continuación, se incubó en el tampón 
de desnaturalización durante 30 min y, por último, con el tampón de 
neutralización durante otros 30 min. Todos los lavados se hicieron con agitación 
leve y entre cada uno de ellos el gel se lavó con agua destilada. Por último, el 
ADN genómico se transfirió por capilaridad a una membrana de nailon Hybond-
N+ (GE Healthcare), siguiendo las instrucciones del fabricante y con tampón 
SSC (20x) como tampón de transferencia.  
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Solución depurinizante: HCl 0,1 N. 
Tampón desnaturalizante: NaCl, 87,66 g/l; y NaOH, 20 g/l. 
Tampón de neutralización: Tris, 60,5 g/l; y NaCl, 87,66 g/l. El pH se ajustó a 7,5 con 
HCl.  
Tampón SSC (20x): citrato sódico, 88,23 g/l; y NaCl, 175,32 g/l. 
 
17.3. Fijación del ADN a la membrana de nailon 
Una vez transferido el ADN genómico, la membrana se lavó en tampón SSC (2x) 
y se colocó sobre un papel Whatmann 3MM, manteniendo hacia arriba la 
superficie de la membrana que había estado en contacto con el gel de agarosa. La 
fijación del ADN a la membrana se realizó por irradiación con 1.200 kJ de luz 
UV de una λ de 260 nm durante 50 s, usando para ello el equipo Stratalinker 
(Stratagene). 
 
17.4.  Obtención de sondas marcadas con digoxigenina 
Para el marcaje se utilizó un fragmento del gen PvAAH clonado en el vector 
pGEMT-Easy (pGEMT-Easy:PvAAH). Para obtener el fragmento se usó la 
enzima de restricción PstI para digerir la construcción pGEMT-Easy:PvAAH. El 
producto de esta digestión se separó mediante electroforesis en gel de agarosa y 
se aisló un fragmento de ADN de 599 pb que correspondía a la región 3´ del 
ADNc PvAAH (desde el nucleótido 993 hasta el 1.592). Una vez purificado, este 
fragmento del ADNc PvAAH se marcó con digoxigenina (sonda) mediante el 
método de cebado al azar, utilizando el kit DIG DNA Labeling and Detection 
(Roche). Todos los reactivos y tampones usados en el marcaje del ADN fueron 
suministrados junto con el kit. Para el marcaje, 250 ng del fragmento de ADNc 
purificado se diluyeron en agua miliQ estéril hasta un volumen de 15 μl. A 
continuación, la solución se incubó a 100 ºC durante 5 min e inmediatamente 
después se enfrió en hielo durante 2 min. Una vez desnaturalizado el ADN, se le 
añadieron 2 μl de mezcla de hexanucleótidos, 2 μl de mezcla de dNTPs (1 mM de 
dATP, dGTP, dCTP, dTTP y 0,35 mM de DIG-11-dUTP) y 1µl de fragmento 
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Klenow de la ADN polimerasa I (2 U/µl). Esta mezcla se incubó durante 20 h a 
37 ºC.  
 
17.5.  Hibridación de la membrana 
La membrana se incubó durante 90 min a 42 ºC con la solución de hibridación 
antes de añadir la sonda (prehibridación). Transcurrido este tiempo, a la solución 
de hibridación se le añadió el fragmento del ADNc PvAAH marcado con 
digoxigenina, previamente desnaturalizado, y se incubó la membrana con esta 
solución durante 12 h a 42 ºC. Para desnaturalizar la sonda, esta se incubó a 100 
ºC durante 5 min e inmediatamente después se enfrió en hielo durante 2 min. 
 Todo el proceso de prehibridación e hibridación se llevó a cabo en tubos 
cilíndricos, en un horno de hibridación rotatorio para asegurar la distribución 
homogénea de las soluciones. 
 
Tampón de hibridación: tampón fosfato 50 mM (pH 7), tampón SSC 5x; SDS al 7%; 
formamida desionizada al 50%; leche desnatada en polvo al 2% y N-laurilsarcosina al 
0,1%. 
 
17.6.  Lavados de la membrana 
Para comprobar la especificidad de la unión de la sonda al ADN fijado en la 
membrana, se realizaron 4 lavados a la membrana. Dos lavados consecutivos con 
una solución de SSC (2x) y SDS al 0,1%, durante 5 min a temperatura ambiente y 
dos lavados más con una solución de SSC (0,5x) y SDS al 0,1% durante 15 min a 
55 ºC. Los lavados de la membrana se hicieron en tubos cilíndricos en un horno 
de hibridación rotatorio. 
 
17.7.  Detección de las señales de hibridación 
Una vez finalizados los lavados, la membrana se incubó durante 5 min con la 
solución de lavado. A continuación, se eliminó la solución de lavado y se añadió 
la solución de bloqueo con la que se incubó la membrana durante 30 min, en 
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agitación. Transcurrido este tiempo, se añadió el anticuerpo frente a digoxigenina 
conjugado con fosfatasa alcalina, diluido 1/5.000 en la solución de bloqueo, y se 
incubó con la membrana durante 45 min a temperatura ambiente. Seguidamente, 
se retiró el anticuerpo frente a digoxigenina y la membrana se lavó dos veces 
durante 15 min con agitación con la solución de lavado. Por último, la membrana 
se incubó con la solución de revelado hasta que apareció la señal correspondiente 
a la actividad fosfatasa. Para detener la reacción se lavó la membrana con tampón 
TE. 
 
Tampón de ácido málico: ácido málico 0,1 M y NaCl 0,15 M. Ajustar a pH 7,8 con 
NaOH. 
Solución de bloqueo: diluir 10 veces la solución de bloqueo (10x, suministrada con el kit 
DIG DNA Labeling and Detection) en tampón de ácido málico. 
Solución de lavado: ácido málico 0,1 M; NaCl 0,15 M y Tween-20 al 0,3%. Ajustar pH a 
7,5 con NaOH. 
Solución de revelado: Tris-HCl 0,1 M (pH 9,5); NaCl 0,1 M y solución de NBT/BCIP al 
2% (v/v; suministrado por el kit DIG DNA Labeling and Detection). 
Tampón TE: Tris-HCl 10 mM y EDTA 1 mM (pH 8). 
 
18. Amplificación de un fragmento del ADN genómico de judía que contiene 
la secuencia codificante del gen PvAAH  
Para aislar el fragmento de ADN genómico que contiene el gen de la alantoato 
amidohidrolasa de judía se hicieron diferentes PCRs usando como molde ADN 
genómico de judía (Materiales y Métodos, apartado 5.1.2) y como cebadores los 
oligonucleótidos PvALCO.5´ y PvALCO.3´, complementarios a las secuencias 5´ y 
3´ no codificantes del ADNc PvAAH. Para la amplificación, se usó la polimerasa 
iProof High-Fidelity (Bio-rad), en una mezcla de reacción compuesta por: 4 μl de 
tampón (5x); 0,5 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada); 1 μl de oligonucleótido 
PvALCO.5´ (10 μM); 1 μl de oligonucleótido PvALCO.3´ (10 μM); 0,5 μg de 
ADN genómico; 0,2 μl (4 mU) de ADN polimerasa y H2O miliQ estéril hasta 20 μl. 
Las condiciones de PCR fueron las siguientes: desnaturalización inicial a 98 ºC 
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durante 30 s, seguida de 35 ciclos de 94 ºC durante 10 s, 58 ºC durante 30 s y 72 ºC 
durante 3 min, y una extensión final a 72 ºC durante 10 min. 
 El producto de estas PCRs se analizó mediante electroforesis en gel de 
agarosa, se aisló, se purificó (Materiales y Métodos, apartado 5.3) y se determinó 
su secuencia empleando varias reacciones de secuenciación, hasta obtener la 
secuencia del fragmento completo (Materiales y Métodos, apartado 11). Para la 
secuenciación se usaron los oligonucleótidos PvALCO.5´, PvALCO.3´, GSP1 y 
GSP2, antes descritos. 
 
19. Amplificación de la región promotora del gen PvAAH  
19.1. Construcción de librerías de ADN genómico de judía 
Se generaron 6 librerías de ADN genómico de judía usando el kit GenomeWalker 
Universal kit (Clontech). El ADN genómico de judía se digirió con las enzimas 
de restricción DraI, EcoRV, HapI, PvuII, StuI, y SmaI que generan extremos 
romos. Para las digestiones se prepararon 6 reacciones independientes 
compuestas por: 10 μl de tampón (10x); 100 U de enzima de restricción; 2,5 μg 
de ADN genómico de alta pureza y H2O miliQ estéril hasta 100 μl. Esta mezcla 
se incubó a 37 ºC durante 18 h.  
 Una vez digerido, el ADN genómico de judía se purificó como se explica 
a continuación: a cada digestión se le añadieron 95 μl de fenol, se mezcló por 
agitación en vórtex y se centrifugó a 14.000 g a temperatura ambiente durante 5 
min; a continuación, se recogió la fase superior acuosa, se añadieron 95 μl de 
cloroformo, se mezcló por inversión y se centrifugó a 14.000 g a temperatura 
ambiente durante 5 min; se recogió de nuevo la fase acuosa y se añadieron 190 μl 
de etanol al 95% frío, 9,5 μl de acetato sódico 3 M y 20 μg de glucógeno (G1767, 
Sigma); seguidamente, se mezcló por inversión y se centrifugó a 14.000 g durante 
10 min a 4 ºC, se eliminó el sobrenadante y se añadieron sobre el precipitado 100 
μl de etanol al 80%; por último, se centrifugó a 14.000 g durante 1 min a 4 ºC, se 
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eliminó el sobrenadante y se dejó secar el precipitado. Una vez seco, el 
precipitado se resuspendió en 20 μl de agua miliQ estéril. 
 Una vez purificados, los diferentes fragmentos de ADN genómico se 
ligaron al adaptador GenomeWalker Adaptor, suministrado por el kit. Para ello se 
mezclaron: 1,6 μl de tampón de ligación (10x); 4 μl de ADN genómico digerido y 
purificado; 1,9 μl de GenomeWalker Adaptor (25 μM) y 0,5 μl (3 U) de ADN 
ligasa T4. Esta mezcla se incubó a 16 ºC durante 12 h. Transcurrido este tiempo, 
la mezcla se incubó a 70 ºC durante 5 min para inactivar la enzima y, a 
continuación, se añadieron 72 μl de agua miliQ estéril. Las librerías de ADN 
genómico obtenidas se almacenaron a - 20 ºC hasta su uso. 
 
19.2. Amplificación de un fragmento de la región promotora del gen PvAAH  
Para amplificar la región promotora del gen PvAAH se llevaron a cabo dos rondas 
de PCRs usando la mezcla de polimerasas suministradas con el kit Advantage 2 
PCR (Clontech). En la primera ronda de PCRs se usaron como molde cada una de 
las diferentes librerías de ADN genómico generadas con el kit GenomeWalker 
(Clontech) junto con el oligonucleótido AP1 (suministrado con el kit y 
complementario al adaptador GenomeWalker Adaptor) y el oligonucleótido 
específico GSP1. Estas reacciones de PCR estaban compuestas por: 2 μl de 
tampón (10x); 0,4 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada); 0,4 μl de Advantage 
ADN polimerasa; 0,4 μl de la librería de ADN genómico; 1 µl del 
oligonucleótido GSP.1 (10 μM); 1 µl del oligonucleótido AP1 (10 μM) y H2O 
miliQ estéril hasta 20 μl. Las condiciones de estas reacciones de PCR fueron las 
siguientes: 7 ciclos de 94 ºC durante 25 s y 72 ºC durante 3 min; 35 ciclos de 94 
ºC durante 25 s y 67 ºC durante 3 min; y extensión final a 67 ºC durante 7 min. 
 A continuación, se llevó a cabo una segunda ronda de PCRs similar a la 
anterior pero usando como molde una dilución 1/50 del producto de las primeras 
PCRs, junto con el oligonucleótido AP2 (suministrado con el kit y 
complementario al adaptador GenomeWalker Adaptor) y el oligonucleótido 
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específico PvAAH-5´.Rev (5´-GTGGTGGTGGTGTAAGACAT-3´). Las 
condiciones de estas reacciones de PCR fueron las siguientes: 5 ciclos 
compuestos por 94 ºC durante 25 s y 72 ºC durante 3 min; 20 ciclos compuestos 
por 94 ºC durante 25 s y 67 ºC durante 3 min; y extensión final a 67 ºC durante 7 
min. 
 Los productos de esta segunda ronda de PCRs se analizaron mediante 
electroforesis en gel de agarosa y, tras ser purificados, se clonaron en el vector 
pGEMT-Easy. 
 
20. Expresión en Escherichia coli y purificación de la proteína recombinante 
His6-PvAAH 




La secuencia codificante del ADNc PvAAH, sin incluir la secuencia del péptido 
señal (desde el nucleótido 213 hasta el 1.566), se amplificó por PCR usando 
como molde la construcción pGEMT-Easy:PvAAH. Para la amplificación se usó 
la mezcla de polimerasas suministrada con el kit Advantage 2 PCR (Clontech), 
junto con los oligonucleótidos PvAAH2 (5´-CATGCCCATGGGTA 
TTGAGACA-3´) y PvAAH3 (5´-GCCTCGAGTCATGATGATAGATTTTC-3´), 
que contenían la secuencia de corte de las enzimas de restricción NcoI y XhoI 
(que se indican subrayadas), respectivamente. La mezcla de reacción de PCR 
contenía: 2 μl de tampón (10x); 0,4 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada); 0,4 
μl de Advantage ADN polimerasas; 0,5 μg del plásmido pGEMT-Easy:PvAAH; 1 
µl del oligonucleótido PvAAH2 (10 μM); 1 µl del oligonucleótido PvAAH3 (10 
μM) y H2O miliQ estéril hasta 20 μl. Las condiciones de esta reacción de PCR 
fueron: desnaturalización inicial a 95 ºC durante 1 min; 30 ciclos de 95 ºC 
durante 45 s, 55 ºC durante 30 s y 68 ºC durante 90 s; y extensión final a 68 ºC 
durante 7 min. 
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 El producto de esta PCR se separó mediante electroforesis en gel de 
agarosa y se aisló un fragmento de ADN de 1.325 pb. Una vez purificado, este 
fragmento del ADN se digirió con las enzimas de restricción NcoI y XhoI, que se 
usaron también para digerir el vector pET30b
+
. Los productos de estas 
digestiones se separaron en un gel de agarosa y se aislaron aquellos fragmentos 
de ADN cuyo tamaño coincidía con el correspondiente al ADNc PvAAH y con el 
del vector pET30b
+
. Una vez purificados, estos fragmentos de ADN se unieron 
mediante la ADN ligasa T7 y con el producto de esta ligación se transformó la 
cepa DH5α de E. coli (Materiales y Métodos, apartado 9.1). A continuación, se 
seleccionaron mediante análisis con endonucleasas de restricción y por PCR 
aquellas bacterias que contenían la construcción pET30b
+
:PvAAH (Materiales y 
Métodos, apartado 10). Por último, se confirmó mediante secuenciación que la 
secuencia del ADNc PvAAH clonada en el vector pET30b
+
 estaba en fase y no 
contenía ninguna mutación que impidiera la expresión de la proteína. Finalmente, 
con esta construcción se transformó la cepa Bl21 (DE3) de E. coli.  
 
20.2. Expresión y purificación de la proteína His6-PvAAH 
A partir de una colonia de la cepa BL21 de E. coli que contenía la construcción 
pET30b
+
:PvAAH se inocularon 3 ml de un cultivo líquido de medio LB líquido 
con kanamicina (50 μg/ml). Tras 12 horas en agitación a 37 ºC, 1 ml de este 
cultivo se usó para inocular 50 ml de medio LB líquido con kanamicina (50 
μg/ml). Este cultivo se incubó a 37 ºC en agitación hasta alcanzar una DO600 entre 
0,5 y 0,8 (aproximadamente 12 horas). Una vez alcanzada esta densidad de 
células, se inició la inducción de la expresión de la proteína His6-PvAAH, 
mediante la adición de IPTG a una concentración final de 0,5 mM, y el cultivo se 
incubó durante 6 h más en agitación a 37 ºC. Para inducir la expresión de la 
proteína His6-PvAAH, se ensayaron diferentes concentraciones de IPTG y varias 
temperaturas de incubación. No obstante, en todos los casos se obtuvieron niveles 
de inducción muy similares. Trascurrido el tiempo de inducción, se recogieron las 
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células mediante centrifugación a 1.100 g durante 10 min a 4 ºC. Tras eliminar el 
sobrenadante, las células precipitadas se resuspendieron en 40 ml de la solución 1 
y se rompieron por sonicación (8 pulsos de 5 segundos) con un equipo Vibra Cell 
(Sonics). Posteriormente, el lisado celular se centrifugó a 14.000 g durante 15 
min a temperatura ambiente, se eliminó el sobrenadante y el precipitado se 
resuspendió en 40 ml de la solución 1. Se repitió la sonicación, se centrifugó a 
14.000 g durante 15 min a temperatura ambiente y se eliminó el sobrenadante. 
Posteriormente, el precipitado se resuspendió en 5 ml de la solución 2 y, tras 10 
min en agitación a temperatura ambiente, se incubó durante 50 min en hielo. La 
suspensión resultante se centrifugó a 14.000 g a temperatura ambiente durante 20 
min y se recogió el sobrenadante.  
 Para la purificación de la proteína His6-PvAAH fue necesario usar 
condiciones desnaturalizantes que permitieran la solubilización de esta proteína. 
Para ello, como ya se ha explicado, durante la extracción de esta proteína se 
incluyó urea 8 M en las soluciones 2, 3, 4 y 5. La proteína His6-PvAAH se 
purificó por unión a níquel en una columna empaquetada con 10 ml de resina 
Chelating Sepharose (GE Healthcare) del siguiente modo: el sobrenadante 
obtenido tras la incubación con la solución 3 se cargó en una columna 
empaquetada con la resina Chelating Sepharose, previamente activada con una 
solución de níquel y equilibrada con la solución 2; a continuación la columna se 
lavó de forma consecutiva con 6 ml de las soluciones 2, 3, 4 y finalmente la 
proteína unida a la resina se eluyó al lavar la columna con 6 ml de la solución 5. 
 
Solución 1: tampón fosfato 20 mM (pH 7,8) y NaCl 0,5 M. 
Solución 2: tampón fosfato 20 mM (pH 7,8); NaCl 0,5 M y urea 8 M. 
Solución 3: tampón fosfato 20 mM (pH 6); NaCl 0,5 M y urea 8 M. 
Solución 4: tampón fosfato 20 mM (pH 5,3); NaCl 0,5 M y urea 8 M.  
Solución 5: tampón fosfato 20 mM (pH 4); NaCl 0,5 M y urea 8 M.  
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21. Obtención y purificación de anticuerpos frente a la proteína His6-
PvAAH 
La proteína recombinante His6-PvAAH purificada como se ha descrito en el 
apartado anterior se usó para obtener anticuerpos policlonales, para lo que se 
usaron las facilidades del Servicio de Animales de Experimentación de la 
Universidad de Córdoba. Antes de la inmunización, se eliminaron la urea y las 
sales presentes en las fracciones con la proteína His6-PvAAH purificada. Para 
ello, estas fracciones se dializaron a través de una membrana de celulosa (Sigma) 
usando 500 ml de tampón fosfato 17,5 mM (pH 7) durante 12 horas a 4 ºC, 
renovando el tampón varias veces durante la diálisis. Con estas fracciones se 
inmunizaron dos hembras de conejo. La primera inmunización se realizó vía 
intradérmica con 250 μg de proteína emulsionada con adyuvante completo de 
Freund. El resto de inmunizaciones se hizo vía intramuscular con 125 μg de 
antígeno con adyuvante incompleto de Freund. Las inmunizaciones se repitieron 
4 veces, con un intervalo de dos semanas entre cada una de ellas. 
 La fracción de Igs, tanto del suero preinmune (recogido antes de la 
primera inmunización) como del suero inmune, se aisló mediante precipitación 
con sulfato de amonio, seguido de una cromatografía de afinidad por intercambio 
iónico en una columna de DEAE Sephacel (GE Healthcare). Para ello, a 2 ml de 
suero se le añadió sulfato de amonio hasta alcanzar el 40% de saturación. La 
solución se agitó durante 30 min a 4 ºC y se centrifugó a 14.000 g durante 30 min 
a 4 ºC. El precipitado se resuspendió en 200 μl de una solución de sulfato de 
amonio 1,75 M y se centrifugó a 14.000 g durante 10 min a 4 ºC. El precipitado 
obtenido se resuspendió en 400 μl de tampón fosfato 17,5 M (pH 7) y se dializó 
para eliminar las sales a través de una membrana de celulosa (Sigma), usando 500 
ml de tampón fosfato 17,5 M (pH 7) durante 12 horas a 4 ºC, durante los cuales el 
tampón se renovó varias veces. Posteriormente, el volumen dializado se pasó por 
una columna de DEAE Sephacel previamente equilibrada con tampón fosfato 
17,5 M (pH 7). La columna se lavó con varios volúmenes de tampón fosfato 17,5 
MATERIALES Y MÉTODOS 
67 
 
M (pH 7) y se recogieron las fracciones del eluido. La concentración de proteína 
se determinó midiendo su absorbancia a 280 nm, y se almacenaron las primeras 
fracciones con mayor contenido proteico, correspondientes a las proteínas no 
retenidas en la columna, que es donde se concentran las Igs. 
 La titulación de los anticuerpos purificados se llevó a cabo mediante 
análisis por Western blot empleando diluciones seriadas de los mismos. De este 
modo, se estimó que una dilución 1:1.000 contenía el título óptimo para estos 
ensayos. 
 
22. Expresión en Nicotiana benthamiana y purificación de la proteína 
recombinante PvAAH-HA-Strep 
Para la sobreexpresión en plantas de la proteína PvAAH se usaron plantas de 
Nicotiana benthamiana de menos de 4 semanas de edad. 
 
22.1. Clonación de la secuencia codificante del ADNc PvAAH en el vector 
pXCSHAStrep 
La secuencia codificante del ADNc PvAAH (desde el nucleótido 117 hasta el 
1.565), excepto el codón de fin de lectura, se amplificó por PCR usando los 
oligonucleótidos Ex.PvAAH.5´ (5´- CCATCGATCCATGTCTTACACCACC 
ACC-3´) y Ex.PvAAH.3´ (5´-GGGTGATAGATTTTCCAGAAATG-3´), que 
contenían la secuencia de corte para las enzimas de restricción ClaI y SmaI (se 
indican subrayadas), respectivamente. La reacción de PCR se llevó a cabo usando 
la polimerasa suministrada con el kit iProof High-Fidelity PCR (Bio-rad) en una 
mezcla compuesta por: 4 μl de tampón (5x); 0,4 μl de mezcla de dNTPs (10 mM 
de cada); 0,4 μl de ADN polimerasa; 0,25 μg del plásmido pGEMT-Easy:PvAAH; 
1 µl del oligonucleótido Ex.PvAAH.5´ (10 μM); 1 µl del oligonucleótido 
Ex.PvAAH.3´ (10 μM) y H2O miliQ estéril hasta 20 μl. Las condiciones de la 
reacción de PCR fueron: desnaturalización inicial a 98 ºC durante 30 s; 30 ciclos 
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compuestos por 98 ºC durante 10 s, 52 ºC durante 20 s y 72 ºC durante 90 s; y 
extensión final a 72 ºC durante 10 min. 
 El producto de esta PCR se separó mediante electroforesis en gel de 
agarosa y se aisló un fragmento de ADN de 1.448 pb. Una vez purificado, tanto el 
fragmento del ADNc PvAAH como el vector pXCSHAStrep se digirieron con las 
enzimas de restricción ClaI y SmaI. El producto de estas digestiones, una vez 
purificado, se ligó usando la enzima ADN ligasa T7 y con la construcción 
resultante se transformó la cepa DH5α de E. coli. Posteriormente, se aisló el 
ADN plasmídico de algunas de las bacterias transformadas con la construcción 
pXCSHAStrep:PvAAH y se confirmó mediante secuenciación que la secuencia 
clonada en él estaba en fase y no contenía mutaciones. Con la construcción 
pXCSHAStrep:PvAAH se transformó la cepa GV3101::pMP90RK de A. 
tumefaciens (Materiales y Métodos, apartado 9.2) que se utilizó para la expresión 
en planta de la proteína PvAAH-HA-Strep.  
 
22.2. Expresión de la proteína PvAAH-HA-Strep en hojas de N. benthamiana 
La cepa GV3101::pMP90RK de Agrobacterium tumefaciens, transformada con la 
construcción pXCS.HAStrep:PvAAH, y la cepa C58C1::pCH32 de A. tumefaciens, 
transformada con la construcción pBIN61:P19, se cultivaron en medio LB líquido 
con los antibióticos adecuados a 28 ºC, hasta alcanzar una DO600 entre 0,8 y 1,5 
(12 - 16 h). Una vez alcanzada la densidad adecuada, las células de ambos 
cultivos se recogieron mediante centrifugación durante 10 min a 1.100 g, se 
resuspendieron en solución de inducción (MES-KOH 10 mM pH 5,6; MgCl2 10 
mM y acetosiringona 150 μM) y la suspensión de células se diluyó hasta una 
DO600 de 0,5. A continuación, las dos suspensiones de Agrobacterium se 
incubaron a temperatura ambiente durante dos horas. Tras la inducción, ambas 
suspensiones bacterianas se mezclaron en relación 1/1 y la mezcla se usó para 
infiltrar hojas expandidas de plantas de Nicotiana benthamiana de 4 semanas de 
edad. Para ello, con una jeringa sin aguja se infiltraron entre 100 y 200 μl de esta 
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mezcla en el envés de cada hoja. Se infiltraron 3 hojas por planta y al menos 3 
plantas por construcción. Transcurridos 4 días, las hojas de N. benthamiana se 
recogieron, se congelaron en nitrógeno líquido y se almacenaron a -80 ºC hasta su 
uso.  
 
22.3. Purificación de la proteína PvAAH-HA-Strep 
La proteína recombinante PvAAH-HA-Strep se purificó mediante unión del 
epítopo StrepII, fusionado a esta proteína, y la resina StrepTactin Sepharose (GE 
Healthcare). Para ello, a 0,75 gramos de material congelado de hojas de N. 
benthamiana se añadieron 1,5 ml de tampón de extracción, la mezcla se 
homogeneizó y se centrifugó a 14.000 g durante 10 min a 4 ºC. A continuación, 
se recogió el sobrenadante y se incubó con 40 μl de la resina StrepTactin 
Sepharose (suspensión al 50% en etanol) durante 10 min en agitación a 4 ºC. Se 
centrifugó a 700 g durante 30 s, se eliminó el sobrenadante y la resina precipitada 
se resuspendió en 0,5 ml de tampón de lavado. Se centrifugó de nuevo a 700 g 
durante 30 segundos, se eliminó el sobrenadante y la resina precipitada se lavó 4 
veces más con el tampón de lavado. Por último, para eluir la proteína unida a la 
resina, se añadieron 100 μl de tampón de elución, se incubó 5 min a temperatura 
ambiente con agitación suave y se centrifugó a 700 g durante 1 min. En el 
sobrenadante obtenido tras esta centrifugación se encontraba la proteína ya 
purificada.  
 La presencia de DTT en el tampón de lavado era necesaria para la unión 
de la proteína PvAAH-HA-Strep a la resina.  
 
Tampón de extracción: Tea-NaOH 100 mM (pH 8); NaCl 150 mM; DTT 15 mM; MnCl2 
1 mM y Triton X-100 al 0,5%. 
Tampón de lavado: Tea-NaOH 100 mM (pH 8); NaCl 150 mM; DTT 2 mM; MnCl2 2 mM 
y Triton X-100 al 0,005%. 
Tampón de elución: Tea-NaOH 100 mM (pH 8); NaCl 150 mM; DTT 2 mM; MnCl2 2 
mM; Triton X-100 al 0,005% y 2,5 mM destiobiotina. 
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
70 
 
23. Silenciamiento del gen PvAAH en judía 
23.1. Obtención de una construcción para silenciamiento génico del gen PvAAH 
Se generó una construcción tipo “horquilla” empleando el vector pFGC5941, en 
el que se insertó un fragmento de la región 3´ del gen PvAAH. Para ello, se 
amplificó por PCR el fragmento desde el nucleótido 1.009 hasta el 1.378 del 
ADNc PvAAH usando los oligonucleótidos SiPvAAH.5´ (5´-
GCTCTAGA/GGCGCGCCGGAAAGCCTCTGTAAACA-3´), que contenía las 
secuencias de corte para las enzimas de restricción XbaI y AscI (se indican 
subrayadas) y SiPvAAH.3´ (5´-CAGGATCC/ATTTAAATTGAATGTCACCCT 
CCATC-3´), que contenía las secuencias de corte para las enzimas de restricción 
BamHI y SwaI (se indican subrayadas). Se usó la polimerasa GoTaq DNA 
polymesase (Promega), en una mezcla de reacción compuesta por: 4 μl de tampón 
(5x); 1,2 μl de MgCl2 (25 mM); 0,5 μl de mezcla de dNTPs (10 mM de cada 
uno); 1 µl del oligonucleótido SiPvAAH.5´ (10 μM); 1 µl del oligonucleótido 
SiPvAAH.3´ (10 μM); 0,1 μl (0,5 U) de ADN polimerasa; 0,25 μg del plásmido 
pGEMT-Easy:PvAAH; y H2O miliQ estéril hasta 20 μl. Las condiciones para 
estas PCRs fueron las siguientes: desnaturalización inicial a 95 ºC durante 3 min; 
35 ciclos compuestos por 95 ºC durante 30 s, 54 ºC durante 30 s y 72 ºC durante 
30 s; y extensión final a 72 ºC durante 10 min. 
 El producto de esta reacción de PCR se separó mediante electroforesis en 
gel de agarosa y se aisló un fragmento de ADN de 369 pb. Una vez purificado, 
tanto el vector pFGC5941 como este fragmento de ADN se digirieron con las 
enzimas de restricción AscI y SwaI. El producto de estas digestiones se aisló y 
ambos fragmentos de ADN se ligaron usando la ADN ligasa T7. Con el producto 
de esta ligación se transformó la cepa DH5α de E. coli y se seleccionaron, 
mediante análisis con enzimas de restricción y secuenciación, los clones que 
contenían la construcción con el fragmento del gen PvAAH insertado en sentido 
directo. A continuación, tanto esta construcción como el producto de PCR de 369 
pb del gen PvAAH se digirieron con las enzimas de restricción XbaI y BamHI. El 
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producto de estas digestiones se aisló y ambos fragmentos de ADN se ligaron. 
Con el plásmido resultante se transformó la cepa DH5α de E. coli y se 
seleccionaron los clones positivos mediante análisis con enzimas de restricción y 
posterior secuenciación. De este modo, se generó una construcción en el vector 
pFGC5941 que incorporaba un fragmento de 369 pb de la región 3´ del gen 
PvAAH en sentido directo y en sentido reverso a cada lado de un intrón del gen de 
la chalcona sintasa A de petunia, que actúa como espaciador en este vector. Con 
esta construcción, así como con el vector pFGC5941 vacío como control, se 
transformó la cepa k599 de Agrobacterium rhizogenes.  
 
23.2. Transformación de plántulas de judía 
Se llevó a cabo siguiendo básicamente el protocolo descrito por Estrada-
Navarrete y col. (2007). Se emplearon semillas de la variedad Great Northern de 
P. vulgaris. Las semillas se esterilizaron mediante sucesivos lavados con etanol 
(30 segundos), hipoclorito sódico al 0,2% (v/v) (5 min) y, finalmente, seis 
lavados con agua destilada estéril. Tras la esterilización, las semillas se 
germinaron durante 72 horas a 26 ºC sobre papel de filtro humedecido en placas 
de Petri. Una vez germinadas, se sembraron 1 o 2 semillas por maceta (7,5 cm de 
diámetro por 9 cm de altura) en vermiculita y se mantuvieron en una cámara con 
las condiciones de cultivo normales. Las plantas se regaron 3 veces por semana 
con solución B y D suplementada con KNO3 8 mM. Tras 3 días en estas 
condiciones, se inocularon las plantas con A. rhizogenes. La inoculación se hizo 
inyectando en la base de los cotiledones a cada planta entre 50 y 100 μl de una 
solución densa de la cepa k599 de A. rhizogenes transformada con la 
construcción de silenciamiento pFGC5941:PvAAH, o con el vector pFGC5941 
vacío, usado como control. Para obtener el inóculo, la cepa k599 de A. rhizogenes 
se cultivó en medio LB sólido con los antibióticos adecuados durante 12 horas a 
28 ºC. Una vez obtenido un césped bacteriano, se vertieron 2 ml de agua 
desionizada estéril sobre dicho césped y se recogió la suspensión de células con 
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un asa de siembra. Una vez infectadas con la suspensión bacteriana, las plantas se 
transfirieron a una cámara de cultivo con una humedad relativa superior al 90% y 
se regaron cada dos días con la solución B y D suplementada con KNO3 8 mM. 
Una semana después de la infección comenzaron a aparecer las raíces pilosas en 
el lugar donde se había inyectado la suspensión de bacterias. Estas raíces pilosas 
exhibían un geotropismo alterado, así como un número inusualmente alto de 
ramificaciones. Las raíces pilosas se recogieron a las 3 o 4 semanas tras la 
infección, se congelaron en nitrógeno líquido y se almacenaron a -80 ºC hasta su 
uso. 
 
Medio de cultivo para plantas B y D: la solución nutritiva descrita por Broughton y 
Dilworth (1971) estaba compuesta por 0,5 ml/l de solución A, B, C y D. Las soluciones A, 
B, C y D se esterilizaron por autoclave a 126 ºC durante 20 min.  
Solución A: CaCl2 2 M. 
Solución B: KH2PO4 1 M. Ajustar a pH 7. 
Solución C: citrato férrico 120 mM. Mantener en oscuridad. 
Solución D: MgSO4 0,5 M; K2SO4 0,5 M; MnSO4 2 mM; H3BO3 4 mM; ZnSO4 1 mM; 
CuSO4 4 mM; CoSO4 0,2 mM y Na2MoO4 0,2 mM. 
 
24. Determinación de peso seco 
Para la determinación del peso seco, las muestras se pesaron inmediatamente 
después de su recolección y, a continuación, se incubaron durante 48 h a 70 ºC. 
Trascurrido ese tiempo, en el que la muestra había perdido todo el agua que 
contenía, se volvieron a pesar para determinar su peso seco. 
 
25. Determinación de la fijación de nitrógeno 
La actividad de la enzima nitrogenasa se midió usando básicamente el método 
descrito por Witty y Minchin (1998). Este método se basa en la determinación del 
hidrógeno producido junto con la reducción del N2 atmosférico a NH3, de 
acuerdo a esta reacción: 
 
N2 + 8 H
+
 + 16 ATP       2 NH3 + H2 + 16 ADP + 16 Pi 




 La determinación de H2 se llevó a cabo en un sistema de flujo abierto a 
0,4 l/min, mediante un sensor electroquímico de hidrógeno (Qubit System). Para 
la determinación de la actividad nitrogenasa, las raíces noduladas de plantas 
individuales se cortaron y se transfirieron a un recipiente sellado de un volumen 
de 0,5 litros, donde se determinó la producción de hidrógeno. La actividad 
nitrogenasa aparente (ANT) se determinó en una mezcla de N2:O2 (80:20), 
mientras que la actividad nitrogenasa total se determinó en una mezcla de Ar:O2 
(79:21). Para la calibración del sensor de H2 se usó hidrógeno de alta pureza. En 
cada uno de los experimentos la determinación se hizo en, al menos, 6 réplicas 
por tratamiento. 
 
26. Determinaciones analíticas 
26.1. Determinación de aminoácidos 
Para la determinación de los aminoácidos individuales en el xilema de judía se 
usó el método descrito por Henderson y col. (2000), usando los reactivos y 
soluciones suministrados por la casa comercial Agilent. 
 En primer lugar, los aminoácidos presentes en las muestras de xilema se 
sometieron a derivatización con los reactivos OFA (o-ftaldialdehido) y FMOC 
(cloruro de 9-fluorenilmetoxicarbonilo). Para ello, a 0,5 μl de muestra se 
añadieron 2,5 μl de tampón borato 0,4 M (pH 10,2), la mezcla se incubó a 
temperatura ambiente durante 1 min y se añadieron 0,5 μl del reactivo OFA. Se 
mezcló y se incubó 1 min a temperatura ambiente. A continuación, se añadieron 
0,5 μl del reactivo FMOC, se mezcló y se añadieron 32 μl de agua miliQ estéril. 
Una vez derivatizados, los aminoácidos se separaron y cuantificaron mediante 
una cromatografía en fase reversa en una columna Zorbax Eclipse AAA (4,6 mm 
x 150 mm x 5 μm), usando un equipo HPLC Agilent 1100 series (Agilent). La 
cromatografía se hizo a 40 ºC con un flujo constante de 2 ml/min. Como fase 
móvil se usó un gradiente discontinuo del tampón A y de la solución B 
compuesto por:  
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Tiempo (min) 0 1,9 18,1 18,6 22,3 23,2 26 
Tampón A (%): 100 100 43 0 0 100 100 
Solución B (%): 0 0 57 100 100 0 0 
 
 Los OFA-aminoácidos se detectaron usando un diodo array a 338 nm y 
los FMOC-aminoácidos midiendo a una λ de 262 nm. La identificación y 
cuantificación de los diferentes aminoácidos se estimó de acuerdo a los tiempos 
de retención y concentraciones de una curva de calibrado hecha con cada uno de 
los aminoácidos individuales (PN 5062-2478 y PN 5061-3334; Agilent). 
 
Solución A: Na2HPO4 40 mM (pH 7,8). 
Solución B: acetonitrilo:metanol:agua miliQ (45:45:10, v/v/v). 
 
26.2. Determinación de alantoína, alantoato, ureidoglicolato y glioxilato 
El contenido de alantoína, alantoato, ureidoglicolato y glioxilato se determinó 
mediante el ensayo colorimétrico descrito por Vogels y van der Drift (1970). Este 
método se basa en la transformación físico-química diferencial de los diferentes 
ureidos a glioxilato, el cual en presencia de fenilhidrazina y en medio ácido forma 
difenilformazán del glioxilato, que es un compuesto coloreado con un máximo de 
absorbancia a 520 nm. 
 Habitualmente el contenido de ureidos se determinó a partir de muestras 
vegetales congeladas y pulverizadas en nitrógeno líquido. Los extractos vegetales 
se obtuvieron tras añadir 4 ml de tampón de extracción (Tris-HCl 50 mM pH 7,8; 
MnSO4 1 mM y DOC al 0,15%) por gramo de tejido y homogenizar suavemente 
con una varilla de vidrio. A continuación, esta mezcla homogénea se incubó 
durante 5-10 min en hielo, se centrifugó a 14.000 g durante 10 min a 4 ºC y se 
recogió el sobrenadante, que se usó como extracto crudo. 
 Para la determinación de alantoína, la cantidad adecuada de extracto crudo 
se diluyó en agua desionizada fría hasta un volumen de 0,6 ml. A continuación, 
se añadieron 0,2 ml de NaOH 0,5 N y la mezcla se incubó a 100 ºC durante 10 
min, para transformar la alantoína en alantoato. Tras 5 min en hielo, se añadieron 
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0,2 ml de HCl 0,65 N y se incubó de nuevo a 100 ºC durante 10 min, que 
transforma el alantoato en glioxilato y se aplicó la determinación de glioxilato. 
 Para la determinación de alantoato, la cantidad adecuada de extracto crudo 
se diluyó en agua desionizada fría hasta un volumen de 0,8 ml. A continuación, 
se añadieron 0,2 ml de HCl 0,15 N y la mezcla se incubó a 100 ºC durante 10 
min, para transformar la alantoato en glioxilato, y seguidamente se determinó el 
glioxilato formado.  
 Para la determinación del ureidoglicolato, la cantidad adecuada de 
extracto crudo se diluyó hasta un volumen de 0,8 ml en agua desionizada fría. A 
continuación, se añadieron 0,2 ml de tampón Tris-HCl 50 mM (pH 7,8), se 
mezcló y se incubó a 100 ºC durante 10 min, para transformar el ureidoglicolato 
en glioxilato, y se aplicó la determinación de glioxilato. 
 Para la determinación de glioxilato, la cantidad adecuada de extracto 
crudo o muestra se diluyó en agua desionizada fría hasta un volumen de 1 ml. A 
continuación, a la mezcla se añadieron 0,2 ml de tampón fosfato 0,4 M (pH 7) y 
0,2 ml de fenilhidrazina-HCl 23,1 mM. Tras 10 min a temperatura ambiente, se 
añadieron 1 ml de HCl 12 M y 0,2 ml de ferricianuro potásico 48,6 mM. Después 
de 15 min a temperatura ambiente se determinó la absorbancia a 520 nm.  
 La concentración de alantoína, alantoato, ureidoglicolato y glioxilato se 
estimó de acuerdo con una curva patrón obtenida tras la transformación de 
cantidades conocidas de alantoína a glioxilato. Para el cálculo del contenido en 
alantoína, a la A520 obtenida para este compuesto se resta la medida para el 
alantoato y el glioxilato para esa muestra. Del mismo modo, para determinar la 
concentración de alantoato y ureidoglicolato, a la A520 obtenida para cada uno de 
ellos se restó la obtenida para el glioxilato. El coeficiente de extinción obtenido 
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26.3. Determinación de amonio y urea 
La concentración de amonio se midió mediante el método descrito por Witte y 
Medina-Escobar (2001) con algunas modificaciones. La muestra (habitualmente 
100 μl) se diluyó en agua desionizada hasta un volumen de 0,4 ml. A esta mezcla 
se le añadieron 0,1 ml de solución de fenol-nitroprusiato y 0,2 ml de solución de 
hipoclorito. Tras añadir la solución de hipoclorito, los tubos se cerraron 
inmediatamente para evitar la pérdida de amonio. A continuación, se mezcló por 
inversión y se incubó a 50 ºC durante 20 min. Transcurrido este tiempo se 
determinó la absorbancia a 639 nm. El coeficiente de extinción obtenido con este 





 La determinación de urea se hizo de forma indirecta, tras su conversión a 
amonio, después de incubar la muestra con ureasa de Canavalia ensiformis tipo 
III (U1500, Sigma). Para ello, a 0,3 ml de agua desionizada se le añadieron 0,1 ml 
de muestra y 10 µl de ureasa (1 U/µl). A continuación, se mezcló por inversión y 
se incubó a 37 ºC durante 10 min. Seguidamente, se llevó a cabo la determinación 
de amonio como se ha descrito anteriormente. En todos los casos se usó urea 
como control interno para comprobar que, tras la incubación con ureasa, el 100% 
de la urea se transformaba en amonio.  
 
Solución de fenol-nitroprusiato: se disolvieron 34 mg de nitroprusiato sódico en 70 ml de 
agua desionizada, se añadieron 7 g de fenol y se ajustó el volumen a 100 ml. La solución se 
guardó en oscuridad a 4 
o
C. 
Solución de hipoclorito: se disolvieron 2,96 g de NaOH y 29,74 g de Na2HPO4.12H2O en 
140 ml de agua desionizada. Una vez disuelto el fosfato, se añadieron 16,6 ml de una 
solución de NaOCl al 12%. El pH de la solución se ajustó a 12 con NaOH y el volumen a 
200 ml con agua desionizada. Esta solución se almacenó en oscuridad a temperatura 
ambiente. Las soluciones almacenadas se usaron siempre en un plazo menor de 30 días. 
 
26.4. Determinación de carbohidratos 
El contenido en azúcares solubles (glucosa, fructosa, sacarosa) y almidón se 
determinó a partir de material vegetal congelado y pulverizado con nitrógeno 
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líquido, usando el protocolo descrito por Stitt y col. (1989) con algunas 
modificaciones. 
 
26.4.1. Extracción de carbohidratos 
La extracción de carbohidratos se llevó a cabo mediante sucesivos lavados con 
etanol. Para ello, a 100 mg de material vegetal se le añadió 1 ml de una solución 
acuosa de etanol al 80% tamponada en HEPES–KOH 5 mM (pH 7,5), se mezcló 
por agitación con un vórtex y se incubó a 80 ºC durante 30 min. A continuación, 
se centrifugó a 14.000 g durante 5 min y se recogió el sobrenadante. Esta 
extracción se repitió 2 veces con la misma solución y otras dos veces más con 
una solución acuosa de etanol al 50% tamponada en HEPES–KOH 5 mM (pH 
7,5). Finalmente, al precipitado obtenido se le añadió 1 ml de agua desionizada, 
se mezcló y se incubó a 80 ºC durante 30 min. Tras esta incubación, se centrifugó 
a 14.000 g durante 5 min y se recogió el sobrenadante. Por último, el 
sobrenadante obtenido en cada uno de las extracciones se mezcló en un mismo 
tubo y se almacenó a -20 ºC hasta la determinación del contenido en azúcares 
solubles.  
 
26.4.2. Determinación de azúcares solubles 
El contenido en azúcares solubles de los extractos etanólicos se determinó 
espectrofotométricamente siguiendo la reducción del NADP
+
 como describen 
Stitt y col. (1989). En una cubeta espectrofotométrica de cuarzo se mezclaron 50 
µl de extracto etanólico con 750 µl de una solución que contenía: imidazol-HCl 
90 mM (pH 6,9); MgCl2 2,8 mM; NADP
+
 0,5 mM; ATP 1,4 mM y 0,4 U de 
glucosa-6-P deshidrogenasa (G7877, Sigma). A continuación, se mezcló por 
inversión y se midió su absorbancia a 339 nm (A0). Tras 5 min a temperatura 
ambiente, a esta mezcla se le añadieron 2 µl de hexoquinasa (0,4 U/µl; H5000, 
Sigma) y, tras 15 min a temperatura ambiente, se midió de nuevo su absorbancia 
(A1). Seguidamente, se añadieron 2 µl de fosfoglucosa isomerasa (0,8 U/µl; 
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P5381, Sigma), se incubó a temperatura ambiente otros 15 min y se midió la 
absorbancia (A2). Por último, se añadieron 2 µl de invertasa (80 U/µl; I4504, 
Sigma), se incubó a temperatura ambiente otros 15 min y se midió la absorbancia 
(A3).  
 El contenido en glucosa, fructosa y sacarosa se calculó de acuerdo al 
incremento de absorbancia entre los tiempos A0 y A1, A1 y A2 y entre A2 y A3, 
respectivamente, teniendo en cuenta que la relación estequiométrica entre el 
NADP
+
 reducido y la glucosa y fructosa es de 1:1, mientras que en el caso de la 
sacarosa es de 2:1. El método se validó empleando cantidades conocidas de 







26.4.3. Determinación de almidón 
Para la determinación de almidón, al precipitado obtenido tras la extracción 
etanólica de los azúcares solubles se le añadió 1 ml de agua desionizada, se 
mezcló por agitación en vórtex y, tras 5 horas a 100 ºC, se centrifugó a 14.000 g 
durante 5 min a 4 ºC y se recogió el sobrenadante. Una vez solubilizado, el 
almidón presente en la muestra se hidrolizó enzimáticamente hasta glucosa. Para 
ello, 50 µl del sobrenadante antes obtenido se mezclaron con 450 µl de una 
solución que contenía: acetato sódico 80 mM (pH 4,8); 1,4 U de 
amiloglucosidasa (A1602, Sigma); 2 U de α-amilasa (A6255, Sigma). Esta 
mezcla se incubó durante 12 horas a 37 ºC. Se centrifugó durante 5 min a 14.000 
g y se recogió el sobrenadante. El contenido en glucosa se determinó usando 50 
μl del sobrenadante anterior, como se indica en el apartado anterior. 
 
26.5. Determinación de clorofilas 
El contenido en clorofilas se determinó mediante el método descrito por 
Lichtenthaler (1987), usando material vegetal congelado y pulverizado con 
nitrógeno líquido. La extracción de clorofilas se realizó mediante lavados 
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sucesivos con acetona al 80% (v/v), como se describe a continuación. A 0,09 
gramos de material vegetal se le añadieron 1,5 ml de una solución acuosa de 
acetona al 80%, se mezcló por agitación en vórtex, se centrifugó a 4 ºC durante 
10 min a 3.000 g y se recogió el sobrenadante. La extracción con acetona al 80% 
se repitió tres veces más. Habitualmente, tras estas cuatro extracciones con 
acetona el precipitado tenía un color blanco, indicando que la extracción de los 
pigmentos era completa. Por último, el sobrenadante obtenido en cada uno de las 
extracciones se mezcló en un mismo tubo y se midió su absorbancia a 663 y 645 
nm. La concentración de clorofila a y b se determinó mediante las siguientes 
fórmulas algebraicas: Clorofila a (μg/ml)= 12,25A663 - 2,79A646; Clorofila b 
(μg/ml)= 21,5A646 - 5,1A663. 
 
26.6. Determinación de nitrato 
Para la determinación de nitrato en las muestras de xilema se usó el método 
descrito por Cataldo y col. (1975) con algunas modificaciones. Se mezclaron 50 
μl de xilema con 200 μl de una solución de ácido salicílico al 5% (disuelto en 
H2SO4 concentrado), se mezcló por agitación y se incubó durante 20 min a 
temperatura ambiente. A continuación, se añadieron 4,75 ml de NaOH 2 N, se 
mezcló por agitación y se incubó durante 10 min a temperatura ambiente. 
Trascurrido este tiempo se determinó la absorbancia a 410 nm. Con este método y 







26.7. Determinación de proteína 
Rutinariamente, la concentración de proteína se determinó usando el reactivo de 
Bradford (1976) (Bio-rad). Además, para determinar la concentración de la 
proteína PvAAH-HA-Strep pura se usó el kit comercial QuantiPro BCA Assay 
(Sigma). En ambos casos se usó seroalbúmina bovina como patrón.  
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27. Determinación de actividades enzimáticas 
Para la determinación de todas las actividades enzimáticas se usaron extractos 
provenientes de muestras vegetales congeladas y pulverizadas con nitrógeno 
líquido. La extracción y manipulación de los extractos se hizo siempre a 
temperaturas entre 0 y 4 ºC. 
 En todos los casos, se incluyeron los controles pertinentes para determinar 
la liberación no enzimática del producto de la reacción. Asimismo, para estimar 
las posibles interferencias producidas por los diferentes tampones, cationes 
divalentes e inhibidores usados en este trabajo, en todas las determinaciones se 
incluyeron los correspondientes controles. 
 Una unidad de actividad enzimática se define como la cantidad de enzima 
que cataliza la transformación de 1 μmol de sustrato por min. Los resultados de 
actividad enzimática se muestran normalmente como actividad específica 
(mU/mg, mU por miligramo de proteína).  
 
27.1. Determinación de la actividad alantoinasa 
Para la determinación de la actividad alantoinasa se siguió el protocolo descrito 
por Raso y col. (2007b). Este método se basa en la determinación de la formación 
de alantoato mediante el método descrito por Vogels y van der Drift (1970). Los 
extractos vegetales usados se obtuvieron tras añadir 4 ml de tampón de extracción 
por gramo de tejido y homogeneizar suavemente con una varilla de vidrio. Esta 
suspensión se incubó entre 5 y 10 min en hielo, se centrifugó a 14.000 g durante 
10 min a 4 ºC y el sobrenadante obtenido se usó como extracto crudo. La mezcla 
de reacción consistió en: Tris-HCl 50 mM (pH 7,8); MnSO4 1 mM; alantoína 12 
mM y extracto crudo. Habitualmente, la reacción se llevó a cabo en un volumen 
final de 1,6 ml y usando 50 µl de extracto crudo. 
 La reacción se inició por adición del sustrato y se llevó a cabo a 35 ºC. A 
distintos tiempos, el alantoato se midió tomando 0,2 ml de la mezcla de reacción 
que se mezclaron con 0,2 ml de HCl 0,15 N y 0,6 ml de agua desionizada fría. 
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Tras incubar a 100 ºC durante 10 min, se midió el glioxilato como se describe en 
el apartado 26.2.  
 
Tampón de extracción: Tris-HCl 50 mM pH 7,8; MnSO4 1 mM y DOC al 0,15%. 
 
27.2. Determinación de la actividad catalizadora de la degradación del 
alantoato 
Para la determinación de la actividad que cataliza la degradación del alantoato se 
utilizaron dos métodos distintos, uno el método descrito por Raso y col. (2007a) 
(dependiente de fenilhidrazina; PH-alcasa) y el otro una modificación del método 
descrito por Werner y col. (2008) (independiente de fenilhidrazina; AAH).  
 
27.2.1. Determinación de la actividad catalizadora de la degradación del 
alantoato dependiente de fenilhidrazina (PH-alcasa)  
Este método se basa en la cuantificación del ureidoglicolato formado en la 
reacción, tras su conversión química en glioxilato. La determinación de glioxilato 
se llevó a cabo de acuerdo al método descrito por Romanov y col. (1999). Los 
extractos vegetales usados se obtuvieron tras añadir 4 ml de tampón de extracción 
por gramo de tejido y homogeneizar con una varilla de vidrio; la mezcla 
resultante se incubó entre 5 y 10 min en hielo, se centrifugó a 14.000 g durante 10 
min a 4 ºC y el sobrenadante obtenido se usó como extracto crudo. La mezcla de 
reacción consistió en: Tea-NaOH 50 mM (pH 7); MnSO4 1 mM; alantoato 
potásico 12 mM; fenilhidrazina-HCl 0,7 mM y extracto crudo. Normalmente se 
utilizó 0,2 ml de extracto crudo en un volumen de reacción de 2 ml. 
 La reacción se inició al añadir el sustrato y se llevó a cabo a 35 ºC. A 
diferentes tiempos se tomaron 0,3 ml de la mezcla de reacción, que se mezclaron 
con 0,2 ml de Tea-NaOH 150 mM (pH 7,8) frío. La mezcla se incubó durante 10 
min a 100 ºC para la transformación del ureidoglicolato en glioxilato. Tras 5 min 
en hielo, se añadieron 0,1 ml de 2,4-dinitrofenilhidrazina 5 mM (disuelto en HCl 
2 N) y se incubó durante 15 min a temperatura ambiente. A continuación se 
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añadieron 1,4 ml de tampón fosfato sódico 0,6 M (pH 12) y tras 20 min a 
temperatura ambiente se determinó la absorbancia de la solución a 450 nm. El 






Tampón de extracción: Tea-NaOH 50 mM pH 7; MnSO4 1 mM y DOC al 0,15%. 
 
27.2.2. Determinación de la actividad catalizadora de la degradación del 
alantoato independiente de fenilhidrazina (AAH) 
Este método se basa en la determinación del amonio producido en la reacción 
como describe Witte y Medina-Escobar (2001). 
 Para la determinación de esta actividad en judía se usaron muestras de 
material vegetal congelado y pulverizado con nitrógeno líquido. Los extractos 
vegetales usados se obtuvieron tras añadir 2 ml de tampón de extracción por 
gramo de tejido y homogeneizar suavemente con una varilla de vidrio. Este 
extracto se incubó entre 5 y 10 min en hielo, se centrifugó a 14.000 g durante 10 
min a 4 ºC y se recogió el sobrenadante. A continuación, el sobrenadante 
obtenido se dializó en tampón de lavado. Para la diálisis, 180 μl del sobrenadante 
se filtraron a través de una columna SpinTrap G25 (GE Healthcare), previamente 
equilibrada con tampón de lavado, que se centrifugó a 700 g durante 1 min. El 
eluido se usó como extracto crudo. 
 La reacción enzimática se llevó a cabo a una temperatura de 37 ºC en una 
mezcla compuesta por 500 μl de solución de alantoato, 10 μl de proteína pura o 
100 μl de extracto crudo de judía y tampón de lavado hasta un volumen final de 1 
ml. La reacción comenzó tras añadir la enzima pura o el extracto crudo a la 
mezcla de reacción. A distintos tiempos se cogieron partes alícuotas de 100 μl de 
la mezcla reacción para la determinación de amonio o urea (Materiales y 
Métodos, apartado 26.3)  
 Para estudiar la estequiometría de esta reacción, además de determinar el 
amonio producido se midió la producción de ureidoglicina. Dado que la 
ureidoglicina se descompone espontáneamente a ureidoglicolato y amonio y/o 
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glioxilato, amonio y urea, las muestras se calentaron a 100 ºC durante 10 min 
para transformar toda la ureidoglicina a glioxilato y de este modo poder 
determinarla. Para estas determinaciones se tomaron simultáneamente partes 
alícuotas de la mezcla reacción de 100 μl para la determinación de amonio o urea 
y otras de 400 μl para la determinación de glioxilato (Materiales y Métodos, 
apartado 26.2).  
 Se observó que una disminución en la concentración de DTT de 15 a 2 
mM en el tampón de extracción producía un descenso de más del 80% en la 
actividad AAH. 
 Excepto para la determinación de urea, en los ensayos de actividad AAH 
en extractos crudos de judía se incluyó el inhibidor de ureasa PPD 
(fenilfosforodiamidato) en los tampones de extracción y lavado, a una 
concentración final de 100 y 50 μM, respectivamente. 
 
Tampón de extracción: Tea-NaOH 100 mM (pH 8); NaCl 150 mM; DTT 15 mM; MnCl2 
1 mM y Triton X-100 al 0,5%. 
Tampón de lavado: Tea-NaOH 100 mM (pH 8); NaCl 150 mM; DTT 2 mM; MnCl2 2 mM 
y Triton X-100 al 0,005%. 
Solución de alantoato: Tea-NaOH 10 mM (pH 8) y alantoato potásico 6 mM. 
 
27.3. Determinación de la actividad uricasa 
Para la determinación de la actividad uricasa se usó el método descrito por Pineda 
y col. (1984). Este método se basa en la determinación espectrofotométrica de la 
desaparición de urato debido a su oxidación en condiciones aeróbicas.  
 Los extractos vegetales usados se obtuvieron tras añadir 4 ml de tampón 
Tris-HCl 100 mM (pH 8,5) por gramo de tejido y homogeneizar con una varilla 
de vidrio. Este extracto se incubó entre 5 y 10 min en hielo, se centrifugó a 
14.000 g durante 10 min a 4 ºC y se recogió el sobrenadante, que se usó como 
extracto crudo.  
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 La reacción enzimática se llevó a cabo en una mezcla compuesta por: 
Tris-HCl 100 mM (pH 8,5), ácido úrico 100 mM y extracto crudo. Normalmente, 
se usaron 0,1 ml de extracto crudo en 1 ml de volumen final de reacción.  
 La reacción se inició por adición del sustrato y se incubó a 30 ºC en 
condiciones aeróbicas. En esta reacción, la desaparición del ácido úrico se 
determinó de forma directa midiendo la absorbancia a 292 nm. El coeficiente de 






28. Determinación de las características bioquímicas de la proteína 
recombinante PvAAH-HA-Strep 
Para la caracterización bioquímica de la enzima recombinante PvAAH-HA-Strep 
se determinó el incremento de la concentración de amonio a lo largo del tiempo, 
en presencia de la proteína PvAAH-HA-Strep pura y 3 mM de alantoato como 
sustrato, usando el método descrito en el apartado 27.2.2 de Materiales y 
Métodos, con las modificaciones que a continuación se indican. Salvo que se 
indique lo contrario, la proteína PvAAH-HA-Strep usada en estos ensayos se 
purificó siguiendo el protocolo descrito en el apartado 22.3 de Materiales y 
Métodos. 
 
28.1.  Determinación del pH óptimo de ensayo 
Se usó el método antes descrito salvo que el tampón de lavado y la solución de 
alantoato eran soluciones de fosfato ajustadas a diferentes pH entre 4 y 12.  
 
28.2. Determinación de la temperatura óptima de ensayo 
Se siguió el protocolo estándar tanto en la purificación de la proteína PvAAH-
HA-Strep como en las posteriores determinaciones de actividad enzimática, 
excepto que en estos ensayos se usaron diferentes temperaturas de reacción. En 
estas determinaciones, el tiempo máximo de reacción fue de 20 min. 
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28.3. Efecto de diferentes iones metálicos y del EDTA sobre la actividad de la 
enzima PvAAH-HA-Strep  
Para estas determinaciones, la proteína PvAAH-HA-Strep se purificó en ausencia 
de manganeso en los tampones. Posteriormente, se incubó durante 15 min a 4 ºC 
con el compuesto indicado y se determinó su actividad en ausencia de manganeso 
en la mezcla de reacción. Como control se usó el valor de actividad enzimática de 
la proteína pura, tratada como antes se indica, pero incubada durante 15 min a 4 
ºC sin ninguno de estos compuestos. 
 
28.4. Determinación de las constantes cinéticas 
Para la estimación de la Km, se determinó la velocidad inicial (máximo 10 min) 
de la reacción catalizada por la proteína PvAAH-HA-Strep pura usando 
concentraciones variables de sustrato entre 0,05 y 1 mM. 
 
28.5. Efecto del glioxilato sobre la actividad de la enzima PvAAH-HA-Strep  
Para determinar el efecto del glioxilato, la proteína PvAAH-HA-Strep pura se 
dializó mediante una columna SpinTrap G25 (GE Healthcare), previamente 
equilibrada con tampón de lavado sin DTT. Una vez eliminado el DTT, la 
proteína se incubó durante 15 min a 4 ºC en presencia de 1 o 2,5 mM de 
glioxilato. Tras la incubación, la proteína se dializó de nuevo en tampón de 
lavado sin DTT mediante una columna SpinTrap G25 (GE Healthcare), para 
eliminar el glioxilato, y se determinó su actividad en ausencia de DTT en la 
mezcla de reacción. Como control se usó el valor de actividad enzimática de la 
proteína pura, tratada como antes se indica, pero incubada durante 15 min a 4 ºC 










































1. Identificación y clonación del gen que codifica la enzima 











































1.1. Identificación y clonación del ADNc PvAAH 
El objetivo de este trabajo ha sido el análisis de la degradación del alantoato en 
plantas de judía. Como primera aproximación a este objetivo se llevó a cabo la 
búsqueda e identificación de la secuencia del gen o genes que codifican las 
enzimas responsables de la degradación del alantoato en judía. Al inicio de este 
trabajo, la única secuencia conocida de una enzima de plantas capaz de catalizar la 
degradación del alantoato era la alantoato amidohidrolasa (AAH) de Arabidopsis 
thaliana (AtAAH, Todd y Polacco, 2006). Por tanto, en primer lugar, se buscaron 
aquellas secuencias de judía disponibles en la base de datos del NCBI que 
presentaran homología con la AAH de Arabidopsis. De este modo, se identificó un 
EST de judía (CV539783) que presentaba un 73% de homología con la secuencia 
de la AtAAH. A partir de esta secuencia, se diseñaron oligonucleótidos que se 
usaron para amplificar los fragmentos 5´ y 3´ del ADNc PvAAH, mediante el 
método RACE-PCR. Estos fragmentos de ADNc se clonaron en el vector pGEMT-
Easy y se determinaron sus secuencias. La secuencia completa del ADNc PvAAH 
se obtuvo a partir del solapamiento de las secuencia de los fragmentos 5´ y 3´. A 
continuación, se diseñaron oligonucleótidos complementarios a los extremos 5´- y 
3´- de la secuencia deducida, que se emplearon para amplificar por PCR el ADNc 
completo del gen PvAAH. 
 El fragmento de ADN que se obtuvo tenía un tamaño de 1.591 pb y 
contenía un marco de lectura (ORF) de 1.452 pb, comprendido entre los codones 
de inicio (ATG) y final de lectura (TGA) del gen PvAAH, situados en las 
posiciones 117 y 1.566 del fragmento clonado. Este ORF da lugar a una proteína 
de 483 aminoácidos (Figura 2), con una masa molecular de 52,4 kDa, un punto 
isoeléctrico de 5,2 y una carga neta a pH 7 de -16. Esta proteína, al igual que otras 
AAHs descritas (Todd y Polacco, 2006; Agarwal et al., 2007; Werner et al., 2008), 







Figura 2. Secuencia de nucleótidos del ADNc y secuencia deducida de aminoácidos de la 
alantoato amidohidrolasa de judía PvAAH La secuencia de nucleótidos del ADNc PvAAH se 
muestra en minúscula y la secuencia de aminoácidos deducida a partir de este ADNc se muestra en 
mayúscula. El codón de inicio y final de lectura se muestran en negrita y mayúscula.  
 
La secuencia de aminoácidos deducida a partir del ADNc PvAAH presentó 
un alto grado de homología con las AAHs identificadas en plantas (95,4% y 70,2% 
de identidad con las AAHs de A. thaliana y Glycine max, respectivamente) y un 
                      gagattgggaagcattggtgcctagctaagctaaagctaaacccttc   47 
agttttagcttagcttcttctgcttttgctttctccaaccataaacagccgccaccaccacccaccacc  116 
ATGtcttacaccaccaccaccaccaccacttctcttcactcttgcttccttctcttctgcctcctctca  185 
 M  S  Y  T  T  T  T  T  T  T  S  L  H  S  C  F  L  L  F  C  L  L  S 
gctctttcatgtgtttccatgTtctctggtattgagacaggagatttagaaaaaagagatgatttgttt  254 
 A  L  S  C  V  S  M  F  S  G  I  E  T  G  D  L  E  K  R  D  D  L  F 
ccacagattctaagggacgaggcagtggcgaggctttacgagcttgggaaggtgagtgatggcaaaggt  323 
 P  Q  I  L  R  D  E  A  V  A  R  L  Y  E  L  G  K  V  S  D  G  K  G 
tatttggagaggacattcttgagtcctgcatccatgagggcaattattcttattcgtaaatggatggag  392 
 Y  L  E  R  T  F  L  S  P  A  S  M  R  A  I  I  L  I  R  K  W  M  E 
gatgctggtttgagaacttgggtggaccaaatgggaaatgtccatggtcgagtcgatggtgcaaacgca  461 
 D  A  G  L  R  T  W  V  D  Q  M  G  N  V  H  G  R  V  D  G  A  N  A 
aatgctgaagctttattgattggttctcacatggacactgttgttgatgctgggatgtttgatggatcc  530 
 N  A  E  A  L  L  I  G  S  H  M  D  T  V  V  D  A  G  M  F  D  G  S 
ctaggaatagtctctgcaatatctgccttgaaggccatgcatttcaatggaaaactggaaaagctaaag  599 
 L  G  I  V  S  A  I  S  A  L  K  A  M  H  F  N  G  K  L  E  K  L  K 
cgccccgttgaggtgattgcatttagtgatgaagagggtgtcagatttcaaactacgttcttgggcagt  668 
 R  P  V  E  V  I  A  F  S  D  E  E  G  V  R  F  Q  T  T  F  L  G  S 
ggtgctattgctggtattttgcctggtacaacattggagatatctgataagagggatgtaatgataaaa  737 
 G  A  I  A  G  I  L  P  G  T  T  L  E  I  S  D  K  R  D  V  M  I  K 
gattttcttaaggagaactcaattgacatcacagaggaaagtcttttaaagctcaagtatgacccaaaa  806 
 D  F  L  K  E  N  S  I  D  I  T  E  E  S  L  L  K  L  K  Y  D  P  K 
tccgtttggggttatgttgaggttcacattgagcagggtcctgtgctagaacaagtcggtttcccactt  876 
 S  V  W  G  Y  V  E  V  H  I  E  Q  G  P  V  L  E  Q  V  G  F  P  L 
ggtgtggttaaaggcatagctgggcagacacgattgaaggttacagttagaggatcacaaggccatgct  944 
 G  V  V  K  G  I  A  G  Q  T  R  L  K  V  T  V  R  G  S  Q  G  H  A 
ggaacagtgccaatgtccatgcgccaggatccaatggcagctgctgcagaacaaattgtagtcttggaa 1013 
 G  T  V  P  M  S  M  R  Q  D  P  M  A  A  A  A  E  Q  I  V  V  L  E 
agcctctgtaaacatcctgaagaattcctttcttatgatgctcattgcagtgattcaacagtgaaatca 1082 
 S  L  C  K  H  P  E  E  F  L  S  Y  D  A  H  C  S  D  S  T  V  K  S 
ctgtcaagctcacttgtctgtactgttggagagatatcaacatggccaagtgccagtaatgtcattcca 1151 
 L  S  S  S  L  V  C  T  V  G  E  I  S  T  W  P  S  A  S  N  V  IP 
ggccaggttacatataccgtggacattcgagcaattgatgaccttggacgtgaggctgttatctatgat 1220 
 G  Q  V  T  Y  T  V  D  I  R  A  I  D  D  L  G  R  E  A  V  I  Y  D 
ttatcaaaacaaatttaccaaatatgtgacaagcgttcagtatcctgcattattgaacacaagcatgat 1289 
 L  S  K  Q  I  Y  Q  I  C  D  K  R  S  V  S  C  I  I  E  H  K  H  D 
gcaggtgctgtgatttgtgattctgatctgagttctcagctcaagtctgcaacttattctgcactaaag 1358 
 A  G  A  V  I  C  D  S  D  L  S  S  Q  L  K  S  A  T  Y  S  A  L  K 
aagatggagggtgacattcaggatgaagtgccaacattgatgagtggagcaggccatgatgcaatggca 1427 
 K  M  E  G  D  I  Q  D  E  V  P  T  L  M  S  G  A  G  H  D  A  M  A 
atatcccacttaacaaaggtgggaatgctgtttgtgcgatgtcgtggaggcatcagtcactctccacaa 1496 
 I  S  H  L  T  K  V  G  M  L  F  V  R  C  R  G  G  I  S  H  S  P  Q 
gagcatgtgctagataatgatgtctgggcagctggtttagcaaccttgtcatttctggaaaatctatca 1565 
 E  H  V  L  D  N  D  V  W  A  A  G  L  A  T  L  S  F  L  E  N  L  S 





grado de homología menor con las AAHs descritas en bacterias (31,2% y 32% de 
identidad con las AAHs de Escherichia coli y Bacillus subtilis, respectivamente). 
Además de las AAHs de A. thaliana y G. max, se encontraron proteínas similares a 
PvAAH en todas las especies de plantas cuyos genomas están disponibles en la 
base de datos Phytozome (http://www.phytozome.net) (Figura 3).  
El alineamiento de las secuencias de la proteína PvAAH y las de las AAHs 
de soja y Arabidopsis (Werner et al., 2008) y E. coli (Agarwal et al., 2007) 
permitió observar que estaban conservados los aminoácidos necesarios para la 
unión del sustrato (Thr278, Asn342, Arg355 y His457), cofactores (His125, Asp136, 
Glu173, His239 y His457) e iones metálicos (Gly262, Arg265 y Arg355), así como un 
dominio de homodimerización (Ala261-Val342) (Figura 4). 
Asimismo, en el extremo N-terminal de la proteína PvAAH se identificó un 
posible péptido de señalización hacia la ruta secretora y que está presente también 
en las otras AAHs de plantas (AtAAH y GmAAH) (Figura 4), así como varias 
secuencias que podrían ser dianas de modificación post-traduccional por 
fosforilación. 
 
1.2. Determinación del número de copias del gen PvAAH en el genoma de 
judía 
El número de copias del gen PvAAH en el genoma de P. vulgaris se determinó 
mediante análisis por Southern blot. Como se muestra en la figura 5, la hibridación 
con un fragmento de 599 pb de la región 3´ del ADNc PvAAH usado como sonda 
dio como resultado la aparición de una única banda en las digestiones simples y de 
dos bandas en la digestión doble, lo que indicaba que el gen PvAAH es de copia 












































Figura 3. Distancias filogenéticas entre diferentes AAHs de plantas, algas y bacterias El 
cladograma se construyó usando el método Clustal W del programa informático MegAlign 
(DNASTAR). En este cladograma se incluyen las secuencias de aminoácidos de las AAHs 
descritas en Escherichia coli (NP_286265), Bacillus subtilis (NP_391133), Arabidopsis thaliana 
(NM_118126) y Glycine max (G. max.1 , Glyma15g16870; G. max.2, Glyma09g05600); así como 
las secuencias de posibles alantoato amidohidrolasas de plantas y algas: Phaseolus vulgaris 
(EF650088.2), Aquilegia coerulea (Aquca_030 _00308.1), Arabidopsis lyrata (914645), 
Brachypodium distachyon (Bradi1g31890.1), Brassica rapa (Bra012519), Capsella rubella 
(Carubv10004553m), Chlamydomonas reiinhardtii (XP_001690684) Citrus clementina 
(clementine0.9_009279m), Citrus sinensis (orange1.1g 015341m), Cucumis sativus 
(Cucsa.134540.1), Eucalyptus grandis (Eucgr. D00017.1), Linum usitatissimum (L. 
usitatissimum.1, Lus10038372; L. usitatissimum.2, Lus10036233), Medicago truncatula 
(Medtr4g090150), Malus domestica (MDP0000168289), Manihot esculenta (M. esculenta.1, 
cassava4.1_029922m; M. esculenta.2, cassava4.1_016502m), Mimulus guttatus (mgv1a005319m), 
Oryza sativa (LOC_Os06g45480), Populus trichocarpa (POPTR_0001s 16010.1), Prunus persica 
(ppa005027m), Ricinus communis (27942.m000154), Setaria italica (Si006219m), Sorghum 
bicolor (Sb10g026590.1), Thellungiella halophila (T. halophila.2, Thhalv10024702m; T. 




P. vulgais    - - - - - - M S Y T T T T T - - - T T S L H S C F - - - - - - - - - - - - - - -    16 
G. max        - - - - - - M S S A T A S N - - - T F F L H S C F - - - - - - - - - - - - - - -    16 
A. thaliana   M A V P H P S S S S S R S H P F L S H V Y H T S F H H H H H H N H P S L V L F W    40 
E. coli       - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - -     0 
 
P. vulgais    - L L F C L L S - - A L S C V S M F S G - - - - - - - - - - - - - - I E T G D L    39 
G. max.1      - L L F C L L S - - A P S C V S M F S G - - - - - - - - - - - - - - I E T G D L    39 
A. thaliana   C L V F S L L S P L A L S S S S S S S S S S S D S S S S S S S H I S L G I G E T    80 
E. coli       - - - - - M I T - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - -     3 
 
P. vulgais    E - K R D D L F P Q I L R D E A V A R L Y E L G K V S D G K G Y L E R T F L S P    78 
G. max.1      E - K R D D L F P Q I L R D E A V A R L Y E L G K V S D A S G Y L E R T F L S P    78 
A. thaliana   E G T K H D L H Q A I L R D E A V A R L H E L G Q V S D A A T H L E R T F M S P   120 
E. coli       - - - - - - - H F R Q T I E E A L P W L S S F G - - A D P A G G M T R L L Y S P    34 
 
P. vulgais    A S M R A I I L I R K W M E D A G L R T W V D Q M G N V H G R V D G A N A N A E   118 
G. max.1      A S M R A I N L I R K W M E D A G L R T W V D Q M G N V H G R V D G A N A N A E   118 
A. thaliana   A S I R A I P L I R G W M E D A G L S T W V D Y M G N V H G R V E P K N G S S Q   160 
E. coli       E W L E T Q Q Q L K K R M A A S G L E T R F D E V G N L Y G R L S G T E Y P Q E    74 
 
P. vulgais    A L L I G S H M D T V V D A G M F D G S L G I V S A I S A L K A M H F N G K L E   158 
G. max.1      A L L I G S H M D T V V D A G M F D G S L G I V S A I S A L K A M H V N G K L Q   158 
A. thaliana   A L L I G S H M D T V I D A G K Y D G S L G I I S A I S A L K V L K I D G R L G   200 
E. coli       V I L S G S H I D T V V N G G N L D G Q F G A L A A R L A I D W L K T - - Q Y G   112 
                          *M1                   *M1 
 
P. vulgais    K L K R P V E V I A F S D E E G V R F Q T T F L G S G A I A G I L - P G T T L E   197 
G. max.1      K L K R P V E V I A F S D E E G V R F Q T T F L G S G A I A G I L - P G T T L E   197 
A. thaliana   E L K R P V E V I A F S D E E G V R F Q S T F L G S A A L A G I M - P V S R L E   239 
E. coli       A P L R T V E V V A M A E E E G S R F P Y V F W G S K N I F G L A N P D D V R N   152 
                                          *M1 
 
P. vulgais    I S D K R D V M I K D F L K E N S I D I T E E S L L K L K Y D P K S V W G Y V E   237 
G. max.1      I S D K R E V M I K D F L K E N S I D I T E E S L L K L K Y D P K S V W G Y V E   237 
A. thaliana   V T D K S G I S V Q D A L K E N S I D I T D E N L M Q L K Y D P A S V W G Y V E   279 
E. coli       I C D A K G N S F V D A M K A C G F T L P D A P L T P R Q - D - - - I K A F V E   188 
 
P. vulgais    V H I E Q G P V L E Q V G F P L G V V K G I A G Q T R L K V T V R G S Q G H A G   277 
G. max.1      V H I E Q G P V L E Q V G F P L G V V K G I A G Q T R L K V T V R G S Q G H A G   277 
A. thaliana   V H I E Q G P V L E W V G Y P L G V V K G I A G Q T R L K V T V K G S Q G H A G   319 
E. coli       L H I E Q G C V L E S N G Q S I G V V N A I V G Q R R Y T V T L N G E S N H A G   228 
                *M1                                         *M2   *M2 
                                                           --------------------------------- 
P. vulgais    T V P M S M R Q D P M A A A A E Q I V V L E S L C K H P E E F L S Y D A H C S D   317 
G. max.1      T V P M S M R Q D P M A A A A E Q I V V L E S L C K H P E E Y L S Y D G H C S D   317 
A. thaliana   T V P M S M R Q D P M T G A A E L I V L L E S V C K N P K D Y L S C N V Q C N E   359 
E. coli       T T P M G Y R R - - D T V Y A F S R I C H Q S I E K - - - - - - - - - - - - - -   252 
              *M3 
              ------------------------------------------------------------------------------- 
P. vulgais    S T V K S L S S S L V C T V G E I S T W P S A S N V I P G Q V T Y T V D I R A I   357 
G. max.1      S T V K S L S T S L V C T V G E I S T W P S A S N V I P G Q V T Y T V D I R A I   357 
A. thaliana   D T V E S L A N S L V C T V G E I S T W P S A S N V I P G Q V T F T V D L R T I   399 
E. coli       - - A K K M G D P L V L T F G K V E P R P N T V N V V P G K T T F T I D C R H T   290 
                                                              *M3                       *M2+M3 
              ------------------------------------------------------------------------------- 
P. vulgais    D D L G R E A V I Y D L S K Q I Y Q I C D K R S V S C I I E H K H D A G A V I C   397 
G. max.1      D D L G R E A V I Y D L S K Q I Y Q I C D K R S V S C I I E H K H D A G A V I C   397 
A. thaliana   D D V G R K A I L H D L S T R M Y Q I C D K R S L L C S I E R K H D A D A V M S   439 
E. coli       D A A V L R D F T Q Q L E N D M R A I C D E M D I R I D I D L W M D E E P V P M   330 
              ----------------------dominio de dimerización----------------------------- 
 
P. vulgais    D S D L S S Q L K S A T Y S A L K K M E G D I Q D E V P T L M S G A G H D A M A   437 
G. max.1      D S D L S S Q L K S A A Y S A L K K M E G D I Q D E V P T L M S G A G H D A M A   437 
A. thaliana   D P Q L S L Q L K S A A Q S A L K K M T G E V Q D E V P V L M S G A G H D A M A   479 
E. coli       N K D L V A T L T E L C E S E K L N Y R - - - - - - - - V M H S G A G H D A Q I   362 
 
P. vulgais    I S H L T K V G M L F V R C R G G I S H S P Q E H V L D N D V W A A G L A T L S   477 
G. max.1      I S H L T K V G M L F V R C R G G I S H S P Q E H V L D N D V W A A S L A T L S   477 
A. thaliana   M A H L T K V G M L F V R C R G G I S H S P A E H V L D D D V G A A G L A I L E   519 
E. coli       F A P R V P T C M I F I P S I N G I S H N P A E R T N I T D L A E G V K T L A L   402 
                                                    *M1+M3 
P. vulgais    F L E N L S                                                                       484 
G. max.1      F L E N L S                                                                       483 
A. thaliana   F L E S Q M                                                                       526 
E. coli       M L Y Q L A W Q K                                                                 411  
 
Figura 4. Alineamiento de las secuencias de aminoácidos de la proteína PvAAH de judía, con 
las AAH de soja, Arabidopsis y E. coli. El alineamiento de las secuencias de las AAH de P. 
vulgaris, E. coli (NP_286265), A. thaliana (NM_118126) y G. max.1 (AM773229.1) se hizo con el 
método Clustal W del programa informático MegAlign (DNASTAR). Sombreado en negro se 
muestra la identidad de aminoácidos entre al menos tres de las secuencias alineadas. Subrayado se 
indica el posible péptido señal. Los asteriscos negros y el sombreado gris señalan aminoácidos 
importantes, descritos en E. coli (Agarwal et al., 2007) para la unión a metales (M1), cofactores 
















Figura 5. Análisis por Southern blot del gen PvAAH. El ADN genómico de P. vulgaris fue 
digerido con las enzimas de restricción EcoRI, BamHI, HindIII, PstI y HindIII + PstI e hibridado 
con un fragmento de 599 pb de la región 3´ del ADNc PvAAH. En el margen izquierdo se indica la 
posición de los marcadores de peso molecular. 
 
1.3. Estructura del gen PvAAH en el genómica de judía 
Para determinar la organización de intrones y exones del gen PvAAH, usando ADN 
genómico de judía como molde, se amplificó por PCR un fragmento de ADN 
genómico que contenía la secuencia completa del ADNc PvAAH. El producto de 
esta PCR se clonó y se determinó su secuencia. El alineamiento de esta secuencia 
con la del ADNc del gen PvAAH mostró que este gen tiene un tamaño de 4.335 pb 
(desde el codón de inicio hasta el de final de lectura) y está estructurado en 11 
intrones y 12 exones, situados en las posiciones: 1 - 100, 1.022 - 1.114, 1.378 - 
1.471, 1.543 - 1.628, 1.716 - 1.833, 2.020 - 2.128, 2.206 - 2.312, 2.415 -2.501, 2.956 
- 3.198, 3.316 - 3.439, 3.968 - 4.132 y 4.217 - 4.335, respecto al comienzo de la 
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Figura 6. Estructura del gen PvAAH en el genoma de judía. En negro se representan los exones, 
en blanco los intrones y en gris la región promotora. En la parte superior con números romanos se 
indica el número de exones y con barras verticales el punto de corte de las enzimas de restricción 
usadas para el análisis por Southern blot. En la parte inferior se indican los codones de inicio y final 
de lectura y con una línea horizontal se señala la región de hibridación de la sonda usada para el 
análisis por Southern blot. 
 
1.4. Análisis de la región promotora del gen PvAAH  
Para estudiar la regulación de la transcripción del gen PvAAH se identificó y clonó 
un fragmento que contenía al menos la región promotora proximal del gen. Se usó 
el kit GenomeWalker y varios oligonucleótidos, complementarios a la secuencia 5´ 
no codificante del ADNc PvAAH, con los que se amplificó un fragmento de 1.206 
pb del ADN genómico que precede a la secuencia codificante del gen PvAAH. Una 
vez aislado este fragmento de la región promotora del gen PvAAH, se clonó en el 
vector pGEMT-Easy y se determinó su secuencia.  
El análisis de la región promotora del gen PvAAH con los programas 
informáticos TSSP-TCM, PlantCare y PLACE dio como resultado la 
identificación de varios motivos de posible regulación de la trascripción (Figura 
7). Se localizó una caja TATA (TATA box) situada en la posición -66. También se 
localizaron posibles motivos de regulación de la transcripción en respuesta al ácido 
abscísico (ABRE) en la posición -145, por giberelinas (GARE motif) en la 
posición -513, así como por déficit hídrico (MBS) en las posiciones -638 y -854. 
Los motivos correspondientes a las posiciones -309 (G-box), -613 (TCT-motif), -
721 (Box 4), -780 (Box 4), -796 (Box 4), -957 (GT1-motif), -1.138 (Box 4) y -
1.151 (GAG-motif) se identificaron como secuencias de regulación por luz. En las 
posiciones -48 y -351 se encontraron dos motivos de regulación por baja 




en respuesta a choque térmico. Dentro de esta secuencia también se localizaron 
diversos motivos de regulación de la transcripción por estrés biótico, en las 
posiciones -567 (TC rich repeats), -922 (WUN-motif) y -1.099 (W box).  
 
          GAG-motif 
ATCAAATAAGTACTTTGTGTAAAGAGTGTATAATGAAAACTGATTAAAGTGTTACATCTCTCTAAAGAAT 
Box 4              W box 
TAATTTATAGTGTTTAATTATGAACCTTTCCTGTAATTGACCGAATTAGTGTTTGCTGATTTCTAGCATG
ATCCCTGGTTCATAAGAAGATATTTTGGTATATTTGGATAATGCTAGAATATCTGTAATGAGTTAATATC 
        GT1-motif 
TTTTACTAAATCATTGTTAGTTGATTTCTCGAGAGGTGTTAACCGAATTTGATGAGATATGATCACGATT 
     WUN-motif 
CACAGGAAATTTTCATATTTATTATTGTTGTCATTTATTTAGCATCTTTAATGCATATCAATGTGGTCGG 
    MBS    LTR          Box 4 
TCGGTCACCGAAACTATGTGAATGGCTTGTACAATACCAACCGGTATATATTTAAATTAATCTTTAATTA 
     Box 4          Box 4 
AATTAATATGAATTTTATTATTTTAAAAATTAATAAATTAATTTATAAAATCATTTTTTCTTATAGTGTT
TAATCTTAAATTTTTGTTTATTTTTTTACAAAATAAAACTCATTTTTAACTTTGGTATGTCATACTTTTT 
     MBS       TCT-motif 
TTTCCATCAGTTGCTTTTATTAACTTTAGAAGGTAAGAAGTCATTTCAGGATTAAGAACATAACCTTATT 
         TC rich repeats          GARE motif 
CATTTATTATTTTCTAACTTTGATATAGATTATACTAAAATAGGAAATGTGTTTTTTAAGGAAAACAGAA 
      HSR 
AATGTATTAGAATGTATGATCTTATACTAAGTAGAAAATGCGTTAGGATATGAATGACTCCTTGGAATTA 
         HSR 
AAAACCTTTTCCAAAATAGAAAATTTGTTAAAATTTAAGTAGTCTTATTAGTTTAAATCAGAATGATCAA 
       LTR     HSR 
TTCAAGAATATAAACCGAAAAAATTTAATGTGTATAGATTTTACATCCAACACAATTTCATTGAAACAAA
ATCATCAAACCAAAAGTAATAAAATACATTATTCACTTATTTTAATGATAATTTATGTATATATTTTTAA 
         G-box 
AATAAAAATTATATTTTTATTATATAACCTATGAAGTTCGAACACGTCTTTTAAATGATGTGTAATGGTG 
   ABRE              
TGTTTGTGTTGACACGTATTCAATACTCATAAACAGTTATATAAAAAGAAAAAAGTTGAATGTAATTGAA 
     TATA-box  
GTAATAAAAATGAAAGGAAATTATAATGTGGTTGAAGTAAATATGAATGAATGAATATAATTGAAGGAGT 







Figura 7. Promotor del gen PvAAH. El promotor del gen PvAAH se analizó usando los programas 
TSSP-TCM, PlantCare y PLACE. En minúscula y negrita se indica el codón de inicio de lectura. 
En negrita e identificados en la parte superior se muestran los diferentes motivos de posible 
regulación de la transcripción. Tsp, origen de la transcripción; TATA-box, caja TATA; ABRE, 
motivo de regulación por ácido abscísico y déficit hídrico; G-box, motivo de regulación por luz; 
LTR, motivo de regulación por baja temperatura; HTR, motivo de regulación por choque térmico; 
GARE motif, motivo de regulación por giberelinas; TC rich repeats, motivo de regulación por 
estrés biótico y abiótico; TCT-motif, motivo de regulación por luz; MBS, motivo de regulación por 
déficit hídrico; Box 4, WUN-motif, GT1-motif y GAG-motif motivos de regulación por luz; W 
box, motivo de regulación por herida. La posición de los diferentes motivos reguladores se muestra 




































































2.1. Expresión en Escherichia coli y purificación de la proteína 
recombinante His6-PvAAH 
Una vez identificado y clonado el gen PvAAH se abordó la caracterización 
bioquímica de la proteína codificada por esta secuencia. La secuencia codificante 
del ADNc PvAAH, sin la secuencia del péptido señal, se clonó en el vector 
pET30b+ y se expresó en Escherichia coli como proteína recombinante fusionada a 
una cola de histidinas en el extremo N-terminal. 
 Como se muestra en la figura 8, la inducción con IPTG de los cultivos de 
E. coli transformada con la construcción pET30b+:PvAAH dio como resultado la 
aparición en el extracto bacteriano de una proteína de aproximadamente 56 KDa 
(Figura 8, A), que coincidía con la masa molecular esperada para la proteína 
recombinante His6-PvAAH. Por otra parte, los anticuerpos frente al péptido de 
polihistidinas reconocieron la proteína sobreexpresada (Figura 8, B). Como era de 
esperar, en los cultivos de células transformadas con el vector vacío y tratados con 
IPTG no se observó la inducción de ninguna proteína con un tamaño aproximado 
de 56 KDa (Figura 8, A y B). 
 La proteína His6-PvAAH sobreexpresada en bacterias se purificó, en 
condiciones desnaturalizantes, mediante cromatografía de afinidad con una resina 
con níquel. En estas condiciones y tras varios lavados, la proteína His6-PvAAH 
unida a la resina se eluyó al lavar la columna con una solución a pH 4 (solución 5) 
(Figura 8 C y D). Fue necesario usar condiciones desnaturalizantes para la 
purificación, ya que en condiciones nativas la His6-PvAAH no aparecía como 
proteína mayoritaria en la fracción soluble de los extractos bacterianos, y tampoco 
quedaba retenida en la columna. Una vez purificada la proteína recombinante, se 
determinó su capacidad para catalizar la degradación del alantoato. Sin embargo, 
la proteína His6-PvAAH purificada en estas condiciones careció de actividad 
enzimática, por lo que no fue posible continuar con la determinación de sus 
características bioquímicas y se empleo únicamente para la producción de 




















































Figura 8. Expresión y purificación de la proteína recombinante His6-PvAAH. Las muestras se 
separaron mediante SDS-PAGE al 10% en condiciones desnaturalizantes y se analizaron mediante 
tinción con azul de Coomassie (A y C) y por Western blot con anticuerpos frente a polihistidinas 
(His6) (B y D). Se analizaron extractos crudos de cultivos de la cepa BL21 de E. coli transformada 
con las construcciones pET30b+ y pET30b+:PvAAH e inducidos con IPTG durante 0, 2, 4 y 6 horas 
(A y B). Del mismo modo, se analizaron diferentes fracciones de la purificación de la proteína 
His6-PvAAH recogidas tras lavar la columna con las soluciones: 2 (pH 7,8; fracciones 1 y 2), 3 (pH 
6; fracción 3), 4 (pH 5,3; fracción 4) y tras la elución de la proteína con la solución 5 (pH 4; 
fracciones 5 y 6). La posición de la proteína recombinante His6-PvAAH se indica con un asterisco. 
 
2.2. Inmunodetección de la proteína PvAAH 
Una vez purificada, la proteína His6-PvAAH expresada en bacterias se empleó 
para obtener anticuerpos policlonales en conejo.  
 Una vez aislada la fracción de inmunoglobulinas de los sueros preinmune e 
inmune, ambos anticuerpos se ensayaron por Western blot empleando tanto la 
proteína His6-PvAAH pura como extractos proteicos obtenidos a partir de raíces, 
tallos y hojas (3ª y 4ª hoja trifoliada) de plantas noduladas de judía, recogidas a los 




específica una proteína de aproximadamente 56 kDa, que se correspondía con la 
proteína His6-PvAAH de bacterias. Sin embargo, cuando se ensayaron frente a 
extractos de varios tejidos de judía, estos anticuerpos no reaccionaron de forma 
específica con ninguna proteína cuyo tamaño coincidiera con el esperado para la 
proteína PvAAH. Además, las únicas proteínas presentes en los extractos de judía, 
cuyo tamaño podría corresponder al de la proteína PvAAH fueron reconocidas 
tanto por los anticuerpos del suero preinmune como del inmune. Por tanto, los 
anticuerpos obtenidos no fueron capaces de dar una reacción específica en los 
extractos de judía, probablemente debido a que la proteína PvAAH sea muy poco 


















Figura 9. Análisis por Western blot de la expresión de la proteína PvAAH. Las muestras se 
separaron mediante SDS-PAGE al 10% en condiciones desnaturalizantes y se analizaron mediante 
Western blot usando una dilución 1/1.000 del suero preinmune (A) e inmune (B). Para la 
electroforesis se usaron 7,5 µg de proteína total de raíces (1), tallos (2) y hojas trifoliadas (3) de 
plantas noduladas de judía recogidas a los 35 DPS, así como una dilución 1/500 de la proteína His6-
PvAAH pura (4). La posición de la proteína recombinante His6-PvAAH se indica con un asterisco. 
 
2.3. Expresión en Nicotiana benthamiana y purificación de la proteína 
recombinante PvAAH-HA-Strep 
Dado que la proteína His6-PvAAH purificada de E. coli no presentaba actividad 
enzimática (apartado 2.1 de Resultados), para poder abordar el análisis funcional 
de la proteína PvAAH se llevó a cabo su expresión transitoria en hojas de 




clonó en el vector pXCS.HAStrep y se expresó como proteína recombinante 
fusionada en su extremo C-terminal a la secuencia HA-StrepII. Los epítopos HA y 
StrepII fusionados a la proteína PvAAH se usaron para facilitar la identificación y 
purificación de la proteína PvAAH-HA-Strep, respectivamente.  
 Para la expresión de esta proteína se usaron plantas de N. benthamiana de 3 
- 4 semanas de edad, en cuyas hojas se infiltró una pequeña cantidad de un cultivo 
de la cepa GV3101::pMP90RK de Agrobacterium tumefaciens transformada con la 
construcción pXCS.HAStrep:PvAAH. Para incrementar la cantidad de proteína 
recombinante expresada, la misma construcción se infiltró también junto con la 
construcción pBIN61:P19, que expresa la proteína P19, supresora del 
silenciamiento génico del virus del enanismo del tomate. Las hojas infiltradas se 
recogieron a los 4 días tras la infiltración y se congelaron en nitrógeno líquido 
hasta su uso. El nivel de expresión de la proteína PvAAH-HA-Strep se analizó, 
mediante Western blot, en extractos de estas hojas usando anticuerpos frente al 
epítopo HA fusionado a la proteína recombinante (Figura 10 A), así como con los 
anticuerpos contra la proteína PvAAH, obtenidos en el apartado anterior (Figura 
10 B). Ambos anticuerpos reaccionaron frente a una misma proteína presente en 
los tejidos agroinfiltrados con la construcción pXCS.HAStrep:PvAAH. Se observó 
que la expresión conjunta de la proteína PvAAH-HA-Strep y la proteína supresora 
del silenciamiento P19 incrementaba 100 - 1.000 veces la cantidad de proteína 
PvAAH-HA-Strep obtenida (Figura 10, A y B), y por ello estas muestras fueron 
las que se usaron para la posterior purificación de la proteína. 
La proteína PvAAH-HA-Strep sobreexpresada en las hojas de N. 
benthamiana se purificó mediante unión a la resina StrepTactin Sepharose. Tras 
varios lavados de la resina, que se recogieron para su análisis, se eluyeron las 















































Figura 10. Expresión y purificación de la proteína recombinante PvAAH-HA-Strep. Las 
muestras se separaron mediante SDS-PAGE al 10% en condiciones desnaturalizantes y se 
analizaron por Western blot con anticuerpos frente al epítopo HA (α-HA) y anticuerpos contra la 
proteína PvAAH (α-PvAAH) (A, B y D), así como mediante tinción con azul de Coomassie y plata 
(C). Para analizar la expresión de la proteína PvAAH-HA-Strep se usaron 10 µg de proteína total 
de hojas de N. benthamiana sin infiltrar (1) e infiltradas con las construcciones pXCS.HAStrep (2), 
pXCS.HAStrep:PvAAH (3) y pXCS.HAStrep:PvAAH + pBIN61:P19. Para analizar la purificación 
de la proteína PvAAH-HA-Strep se utilizaron 10 µl de de las siguientes muestras: extracto crudo 
antes de la incubación con la resina (1), fracción recogida después de la incubación con la resina 
(2), fracciones recogidas tras el cuarto (3) y quinto (4) lavado de la resina y la fracción recogida 
tras la elución de la proteína PvAAH-HA-Strep (5). La posición de la proteína recombinante 
PvAAH-HA-Strep se indica con asteriscos.  
 
Se obtuvieron dos proteínas, una mayoritaria de aproximadamente 55 kDa y 
otra de unos 50 kDa, mucho menos abundante (Figura 10, C). Los tamaños de 
estas proteínas coincidían aproximadamente con el tamaño de la proteína deducido 




péptido señal (49,4 kDa). Además, ambas proteínas fueron reconocidas 
específicamente por anticuerpos contra el epítopo HA, así como por los 
anticuerpos policlonales contra la proteína PvAAH (Figura 10, D). Este método 
permitió, en aproximadamente 60 min, la purificación hasta homogeneidad 
electroforética de entre 10 y 30 µg de proteína a partir de 0,75 gramos de material 
vegetal, con un rendimiento de alrededor del 50% y con un factor de purificación 
de entre 500 y 700. La proteína PvAAH-HA-Strep pura perdía rápidamente su 
actividad tras su almacenamiento en hielo o su congelación, por lo que la proteína 
se purificó, a partir de tejido congelado, justo antes de su uso. La actividad 
específica de la enzima obtenida en estas purificaciones presentó bastante 
variabilidad, con niveles de actividad de hasta 10 veces superiores en las 
purificaciones de mayor rendimiento.  
 
2.4. Actividad enzimática de la proteína PvAAH-HA-Strep 
Una vez purificada la proteína PvAAH-HA-Strep, se determinó su capacidad para 
catalizar la degradación del alantoato. Los ensayos de actividad se hicieron 
siguiendo el protocolo descrito por Werner y col. (2008), con las modificaciones 
que se indican en el apartado 27.2.2 de Materiales y Métodos.  
Los productos de la reacción de la AAH son ureidoglicina, NH3 y CO2 
(Werner et al., 2010; Serventi et al., 2010). No obstante, la ureidoglicina puede 
degradarse espontáneamente para dar ureidoglicolato y NH3 y/o glioxilato, NH3 y 
urea (Werner et al., 2008 y 2010). En consecuencia, la estequiometria se 
determinó tras calentar las muestras a 100 ºC durante 10 min, de modo que toda la 
ureidoglicina se transformara a glioxilato. 
 En las condiciones de ensayo empleadas, en presencia de 3 mM de 
alantoato y la cantidad adecuada de la proteína PvAAH-HA-Strep pura, se observó 
un incremento lineal en la concentración de amonio a lo largo del tiempo. Este 
incremento fue estable durante al menos 30 min y varió proporcionalmente con la 




producido aumentó tras añadir ureasa a la reacción. En los mismos ensayos, se 
determinó también la producción a glioxilato, procedente de la ureidoglicina. 
Como se muestra en la figura 11 (B), se produjo un incremento lineal en la 
concentración del glioxilato a lo largo del tiempo. Tras 30 min de reacción se 
obtuvieron 0,35 mM de glioxilato y 0,75 mM de amonio, en ausencia de ureasa, y 
1,25 mM de amonio tras la adicción de ureasa, lo que equivale a una relación de 
2,14 entre la concentración de amonio y la de glioxilato producidos en ausencia de 
ureasa y de 3,57 tras la adición de la misma (Figura 11, B).  
 








































Figura 11. Actividad enzimática y estequiometria en la reacción catalizada por la proteína 
PvAAH-HA-Strep. A. La producción de amonio se determinó en partes alícuotas tomadas a los 
tiempos indicados de mezclas de reacción estándar (3 mM de alantoato) pero con varias 
concentraciones de la proteína PvAAH-HA-Strep pura. B. Cinética de la producción de glioxilato 
( ) y amonio en ausencia de ureasa (○) y con ureasa (□), en presencia de 3 mM de alantoato y la 





 Se ensayó también si la enzima PvAAH-HA-Strep podía usar 
ureidoglicolato como sustrato. Sin embargo, en ensayos similares a los anteriores, 
pero con ureidoglicolato como sustrato, no se observó producción de amonio.  
 En el momento de comenzar este trabajo se había descrito la purificación 
parcial y la caracterización de una actividad enzimática, dependiente de la 
fenilhidrazina, con la capacidad de degradar el alantoato en frutos de judía (Raso 
et al., 2007a). Para determinar si la proteína PvAAH-HA-Strep se correspondía 
con esta actividad enzimática, se determinó la capacidad de catalizar la 
degradación del alantoato de la proteína PvAAH-HA-Strep pura, así como de las 
diferentes fracciones recogidas a lo largo de su purificación, usando tanto el 
ensayo basado en el método descrito por Werner y col. (2008) (Actividad AAH;), 
como el descrito por Raso y col. (2007a) (Actividad PH-alcasa). Dado que el DTT, 
necesario para la purificación de la proteína PvAAH-HA-Strep, interfería con la 
determinación de la actividad PH-alcasa, las muestras procedentes de la 
purificación se dializaron antes de los ensayos. La diálisis se hizo usando 
columnas SpinTrap G25 y el tampón de ensayo de la actividad PH-alcasa descrito 
por Raso y col. (2007a).  
 Los resultados de estos ensayos mostraron que con ambos métodos se 
detectaba actividad capaz de catalizar la degradación del alantoato en el extracto 
crudo (antes de la incubación con la resina de afinidad) (Figura 12, A y B), pero 
sólo usando el método descrito por Werner y col. (2008) se detectaba actividad en 
la fracción donde se encontraba la proteína PvAAH-HA-Strep ya purificada 
(Figura 12, A). En cambio, usando el método descrito por Raso y col. (2007a), 
sólo se detectó actividad en el extracto crudo y en la primera fracción recogida tras 
la incubación del extracto con la resina (Figura 12, B). Estos resultados indicaban 
que la proteína responsable de la actividad enzimática PH-alcasa no se unía a la 
resina de afinidad y, por tanto, su actividad no aparecía tras la purificación, lo que 
implica que la actividad PvAAH es distinta de la actividad PH-alcasa dependiente 






















































Figura 12. Actividad catalizadora de la degradación del alantoato y contenido de proteína en 
las fracciones obtenidas durante la purificación de la proteína PvAAH-HA-Strep. A. Valores 
de actividad enzimática usando una modificación del método descrito por Werner y col. (2008) 
(AAH). B. Valores de actividad enzimática usando el método descrito por Raso y col. (2007a) (PH-
alcasa). C. Contenido de proteína. La actividad se ensayó en las siguientes muestras: extracto 
crudo, antes de la incubación con la resina (1), fracción recogida después de la incubación con la 
resina (2), fracciones recogidas tras el cuarto (3) y quinto lavado de la resina (4), y la fracción 
recogida tras la elución de la proteína PvAAH-HA-Strep (5). En las gráficas se muestran la media y 











2.5. Caracterización de la enzima PvAAH-HA-Strep 
Una vez comprobada la capacidad de la proteína PvAAH-HA-Strep para catalizar 
la degradación del alantoato, se determinaron algunas de sus características 
bioquímicas. En primer lugar, se determinaron aquellos parámetros que podían 
servir para optimizar las condiciones del ensayo enzimático, como temperatura y 
pH óptimos, efecto de cationes divalentes, etc. 
Como se observa en la figura 13 (A), la actividad de la enzima PvAAH-
HA-Strep fue máxima a pH 8, y mucho menor con valores de pH menores de 7 y 
superiores a 10. La mayor actividad se encontró incubando la mezcla de reacción a 
40 ºC (Figura 13, B). En estos ensayos se observó que la actividad específica fue 
menor en las determinaciones de pH que en las de temperatura, probablemente 
debido a un posible efecto inhibidor de la solución de fosfato usada en la 
determinación del pH óptimo de ensayo.  
 






































Figura 13. Determinación del pH y la temperatura de ensayo de la reacción catalizada por la 
proteína PvAAH-HA-Strep. Para la determinación del pH (A) y la temperatura (B) óptima se usó 
la proteína PvAAH-HA-Strep pura. En las determinaciones del pH óptimo se usaron diferentes 
soluciones fosfato ajustadas a los pH indicados, y las reacciones se llevaron a cabo a 37 ºC durante 
un tiempo máximo de 20 min. En las determinaciones de la temperatura óptima se usó tampón Tea-
NaOH 50 mM a pH 8, y las reacciones se llevaron a cabo a las temperaturas indicadas durante 20 
min. Los resultados que se muestran son la media y la desviación estándar de 4 determinaciones.  
 
Diferentes autores han observado un efecto activador del manganeso sobre 
la actividad de las AAHs tanto en plantas como en bacterias (Vogels, 1966; 




cristalizar la AAH de E. coli, identificaron al zinc como su cofactor. Para estudiar 
el efecto de estos cationes divalentes, así como del EDTA, sobre la actividad de la 
enzima PvAAH-HA-Strep se llevaron a cabo ensayos enzimáticos con la proteína 
PvAAH-HA-Strep pura, en presencia o ausencia de estos compuestos (Tabla 5). 
Para evitar la interferencia del manganeso en estas determinaciones, este metal no 
se incluyó ni en los tampones usados para la purificación de la proteína, ni en las 
posteriores reacciones enzimáticas. Una vez purificada, partes alícuotas de la 
proteína PvAAH-HA-Strep se incubaron durante 15 minutos a 4 ºC con las 
concentraciones de Mn, Zn y EDTA que se indican. Tras la incubación, se 
determinó la actividad siguiendo el ensayo estándar. Como control se usó el valor 
de actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep pura, incubada durante 15 minutos a 
4 ºC sin la adición de ninguno de estos compuestos. 
 
Tabla 5. Efecto del manganeso, zinc y EDTA sobre la actividad de la enzima PvAAH-HA-
Strep. Para estas determinaciones, la proteína PvAAH-HA-Strep se purificó usando tampones que 
no contenían Mn. La actividad AAH se ensayó tras incubar la proteína PvAAH-HA-Strep durante 
15 minutos a 4 ºC, con Mn, Zn o EDTA a las concentraciones indicadas o en ausencia de ellos 





50 µM 100 µM 
Control 10,89 ± 0,15 10,48 ± 0,57 
Mn 31,17 ± 0,15 31,91 ± 0,07 
Zn 8,35 ± 0,15 0,00 ± 0,00 
EDTA 4,40 ± 0,22 3,63 ± 0,42 
 
Como se muestra en la tabla 5, el manganeso tuvo un efecto activador, 
incrementando la actividad de la enzima tres veces con respecto al control cuando 
se usó a una concentración de 50 µM. Por el contrario, al añadir zinc a la reacción, 
la actividad se redujo un 20% a una concentración final de 50 µM, y se inhibió 
completamente a una concentración final de 1 mM. Del mismo modo, el EDTA 




mM. Por otra parte, la actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep purificada 
usando tampones que no contenían manganeso fue un 25% menor que con 
manganeso (Figura 13, B). 
Una vez establecidas las condiciones óptimas de ensayo para la proteína 
PvAAH-HA-Strep se determinaron sus constantes cinéticas. En primer lugar, se 
determinó la actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep con concentraciones 
variables de alantoato, comprendidas entre 5 µM y 1 mM. Como se muestra en la 
figura 14 (A), la actividad de esta enzima se ajustó a una cinética de Michaelis–
Menten  y mediante la representación gráfica de la ecuación de Hanes-Woolf, se 
determinó una Km de 0,46 mM , con una actividad específica de 20 U/mg proteína 
(Figura 14, B). 
 

























Figura 14. Cinética enzimática de la proteína PvAAH-HA-Strep. A. Valores de actividad 
enzimática expresada como µM de amonio producido por minuto (v) a diferentes concentraciones 
de alantoato (mM). B. Determinación de los valores de Km aparente mediante la representación de 
Hanes-Woolf ([s]/v versus [s]). En las gráficas se muestran la media y desviación estándar de 4 
determinaciones independientes. 
 
Durante la determinación de las condiciones óptimas de este ensayo 
enzimático se observó habitualmente que la reacción dejaba de ser lineal a partir 
de los 20 - 30 min. Dado que los parámetros cinéticos de la enzima permiten 
descartar que se trate de una pérdida de actividad por agotamiento de sustrato, 




AAH es la ureidoglicina, que in vitro es inestable y puede descomponerse a 
glioxilato (Werner et al., 2010; Serventi et al., 2010). Para determinar el efecto del 
glioxilato sobre la actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep, la enzima purificada 
mediante el protocolo estándar se dializó a través de una columna SpinTrap G25 
con tampón de lavado sin DTT. A continuación, se incubó durante 15 minutos a 4 
ºC con una concentración final de 1 y 2,5 mM de glioxilato. Seguidamente, la 
proteína se dializó de nuevo en el tampón de lavado sin DTT, para eliminar el 
glioxilato, y se determinó su actividad. El ensayo se hizo en ausencia de DTT en la 
reacción, para evitar que este compuesto pudiera revertir la posible inhibición por 
oxidación del glioxilato. Como se muestra en la figura 15, la incubación de la 
proteína PvAAH-HA-Strep con 1 y 2,5 mM de glioxilato produjo una inhibición 
de aproximadamente un 40% en la actividad de esta enzima. 
 





















Figura 15. Efecto del glioxilato sobre la actividad de la enzima PvAAH-HA-Strep. La proteína 
PvAAH-HA-Strep pura se dializó en tampón sin DTT y se incubó durante 15 minutos a 4 ºC con 
las concentraciones de glioxilato indicadas. A continuación, la proteína PvAAH-HA-Strep se 
dializó de nuevo para eliminar el glioxilato y se determinó su actividad. En la gráfica se muestran 
la media y desviación estándar de 4 determinaciones independientes. 
 
2.6. Expresión de la proteína PvAAH en tejidos de P. vulgaris 
La actividad PvAAH se determinó en extractos crudos de raíces, tallos y hojas (3ª 





























































Figura 16. Incremento en la concentración de amonio y glioxilato en el ensayo de actividad de 
la enzima PvAAH en diferentes tejidos de P. vulgaris. A. Cinética de la producción de amonio 
con diferentes cantidades de extracto de hojas de judía. B. Cinética de la producción de glioxilato 
( ) y amonio con extracto de hojas de judía en ausencia de ureasa (○) y en presencia de ureasa (□). 
C. Cinética de la producción de amonio con extractos de raíces (○) y tallos (□) de judía. Las 
muestras se calentaron a 100 ºC durante 10 min previamente a la determinación de amonio y 
glioxilato. Excepto para determinar la producción de amonio en presencia de ureasa, en los ensayos 
se incluyó PPD. En todos los casos, los extractos se dializaron a través de columnas SpinTrap G25. 
Se analizaron muestras de raíces, tallos y hojas (3ª y 4ª hojas trifoliadas) de plantas noduladas de 
judía recogidas a los 35 días tras la siembra. En las figuras se muestran la media y desviación 





Cuando se analizaron extractos de hojas, se detectó un incremento lineal a 
lo largo del tiempo en la concentración de amonio. Este incremento se produjo 
sólo al incluir el extracto de hojas en la reacción y fue proporcional a la cantidad 
del mismo en el ensayo (Figura 16, A). Al igual que ocurría con la proteína 
PvAAH-HA-Strep pura, en esta reacción también se observó un incremento lineal 
a lo largo del tiempo en la concentración de glioxilato, con una relación de 2,31 
entre la concentración de amonio y glioxilato producidos en ausencia de ureasa y 
de 3,61 al incluir ureasa en la reacción (Figura 16, B).  
Del mismo modo, se ensayó esta actividad en extractos de raíces y tallos de 
judía. En estos casos se observó un incremento lineal en la concentración de 
amonio sólo durante los primeros 15 – 20 min de reacción (Figura 16, C). No 
obstante, en los ensayos con extractos de raíces y tallos no fue posible determinar 
de forma clara la estequiometría de la reacción, debido probablemente al bajo nivel 
de actividad en estos tejidos (Figuras 16, C y 17, A).  
En los tejidos de judía donde previamente se había determinado la 
actividad enzimática de la proteína PvAAH (AAH; Figuras 16 y 17, A), se 
determinó también la actividad catalizadora de la degradación del alantoato 
dependiente de fenilhidrazina (PH-alcasa; Figura 17, B). La actividad PH-alcasa, 
contrariamente a la actividad AAH, mostró los valores más altos de actividad en 
extractos de raíz y los menores en hojas. Además, en estas mismas muestras, se 
determinaron los niveles de expresión del gen PvAAH  (Figura 17, C) y el 
contenido en alantoato (Figura 17, D). Los niveles de expresión del gen PvAAH 
fueron mucho mayores en hojas que en tallos o raíces (Figura 17, C), lo que se 
correspondía con el mayor nivel de la actividad AAH en las hojas (Figura 17, A). 
De forma similar, el mayor contenido de alantoato también se encontró en las 












































































Figura 17. Actividades de la degradación enzimática del alantoato, expresión del gen PvAAH 
y niveles de alantoato en tejidos de P. vulgaris. Las actividades catalizadoras de la degradación 
del alantoato AAH (A) y PH-alcasa (B), la expresión del gen PvAAH (C) y el contenido de 
alantoato (D) se analizaron en muestras de raíces, tallos y hojas trifoliadas de plantas de judía de 35 
días cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno. La expresión del gen PvAAH se determinó 
mediante RT-PCR cuantitativa, fue normalizada con respecto a los niveles de Actina 2 y se hizo 
relativa a la expresión del gen PvAAH en raíces. Estos resultados son la media y desviación 
estándar de 4 experimentos independientes. 
 
2.7. Silenciamiento génico de la enzima PvAAH en P. vulgaris 
Con objeto de comprobar si efectivamente la degradación del alantoato está 
catalizada exclusivamente por la alantoato amidohidrolasa o por varias enzimas, se 
llevó a cabo el silenciamiento génico de la enzima PvAAH en judía. Para bloquear 
la expresión del gen PvAAH, se generó una construcción tipo “horquilla” 
empleando el vector pFGC5941, en el que se clonó un fragmento de la región 3´ 
del gen PvAAH en sentido directo y reverso, a ambos lados de un fragmento de 




esta construcción y el vector vacío usado como control, se infectaron plántulas de 
judía usando la cepa k599 de Agrobacterium rhizogenes como vehículo. Tres 
semanas después de la infección, se recogieron las raíces pilosas que se habían 
formado y se analizaron los niveles de expresión del gen PvAAH, así como la 
capacidad de degradar el alantoato (actividades AAH y PH-alcasa) y el contenido 
en alantoato (Figura 18). 
Como se muestra en la figura 18 (A), los niveles de expresión del gen 
PvAAH en las muestras de raíces pilosas procedentes de plantas transformadas con 
la construcción de silenciamiento fueron aproximadamente un 50% inferiores a los 
observados en las muestras de las plantas control, generadas tras la transformación 
con el vector vacío pFGC5941.  
Del mismo modo, para confirmar si este descenso en la expresión del gen 
PvAAH se traducía en un descenso de la actividad catalizadora de la degradación 
del alantoato, en los mismos tejidos se determinó su capacidad para degradar el 
alantoato usando tanto el método descrito para actividad AAH (Figura 18, B), 
como para la PH-alcasa (Figura 18, C). Como se muestra en la figura 18 (B), la 
actividad AAH se redujo más de un 60% en las muestras procedentes de plantas 
transformadas con la construcción de silenciamiento. Por el contrario, la actividad 
PH-alcasa no mostró cambios significativos (Figura 18, C). Con respecto a los 
niveles de alantoato (Figura 18, D), se observó un incremento de alrededor del 
40% en el contenido de alantoato en las muestras de raíces pilosas transformadas 
con la construcción de silenciamiento del gen PvAAH. Sorprendentemente, tanto 
los niveles de alantoato (Figura 18, D) como los valores de actividad de la enzima 
PvAAH (Figura 18, B) en las muestras de raíces pilosas de plántulas de judía 
fueron muy superiores a los encontrados normalmente en extractos de las raíces 
normales analizadas en otros apartados (Figura 17, D), lo que se debe 















































































Figura 18. Efecto del silenciamiento de la expresión del gen PvAAH en raíces de judía. La 
expresión del gen PvAAH (A), las actividades catalizadoras de la degradación del alantoato AAH 
(B) y PH-alcasa (C) y el contenido de alantoato (D) se analizaron en muestras de raíces pilosas 
procedentes de plantas transformadas con el vector vacío pFCG5941 (pFGC), como control, y con 
la construcción de silenciamiento para el gen PvAAH, pFGC5941:PvAAH (pFGC:PvAAH). Los 
niveles de expresión del gen PvAAH se normalizaron con respecto a la expresión del gen Actina 2 y 
se hicieron relativos a la expresión del gen PvAAH en las muestras control. Para el análisis 
estadístico se usó la prueba t de Student con el programa informático Graphpad: * indica 


































3. Regulación del metabolismo de los ureidos a lo largo del 











































3.1. Cambios en el contenido de ureidos a lo largo del desarrollo de P. 
vulgaris 
Diversos autores han mostrado que la síntesis de ureidos sigue cinéticas diferentes 
en las etapas vegetativa y reproductiva del desarrollo de la planta (Herridge y 
Peoples, 1990). Asimismo, se han encontrado niveles considerables de ureidos 
tanto en leguminosas no noduladas como en plantas no leguminosas (Thomas et 
al., 1980; Brychkova et al., 2008). Para estudiar cómo afecta el estado de 
desarrollo de las plantas y la fuente de nitrógeno al metabolismo de los ureidos, en 
primer lugar, se determinaron los niveles de ureidos a lo largo del desarrollo de 
plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN; 
noduladas) o fertilizadas con nitrato. Se recogieron muestras de raíces, tallos y 
hojas trifoliadas (3ª y 4ª hoja trifoliada) a los 21, 28, 35, 42 y 49 días después de la 
siembra (DPS). De este modo, el periodo de tiempo en el que se recogieron las 
muestras incluyó tanto la fase vegetativa, plantas de 21 - 28 DPS, como la 
reproductiva, 35 - 49 DPS. Las plantas noduladas y las fertilizadas con nitrato 
presentaron tamaños similares en cada uno de los muestreos (Tabla 6), si bien las 
plantas fertilizadas con nitrato mostraron un ligero retraso en la floración, en 
comparación con las plantas noduladas. El 80% de las plantas noduladas habían 
florecido ya a los 35 DPS, mientras que sólo el 42% de las plantas fertilizadas con 
nitrato tenían flores en ese mismo periodo.  
 La determinación del contenido de ureidos en los tejidos de estas plantas 
mostró que las concentraciones de alantoína y alantoato aumentaban a lo largo del 
desarrollo en raíces, tallos y hojas trifoliadas de las plantas noduladas (Figura 19). 
Este aumento se debió principalmente al incremento en la concentración de 
alantoato en los tallos y hojas de plantas noduladas, mientras que en raíces 
aumentaban paralelamente alantoína y alantoato. En raíces, los niveles de ureidos 
aumentaron alrededor de dos veces entre los 21 y 28 DPS. En cambio, en tallos y 
hojas, tras un primer incremento en el contenido de ureidos entre los 21 y 28 DPS, 




el inicio de la floración de la mayoría de las plantas (Tabla 6). Tras el incremento a 
35 DPS, la concentración de ureidos en los tallos se mantuvo alta durante todo el 
desarrollo, mientras que en hojas el contenido de ureidos descendió a los 42 DPS y 
volvió a aumentar a los 49 DPS. 
 
Tabla 6. Parámetros de crecimiento de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación 
de nitrógeno o fertilizadas con nitrato. En la tabla se muestran el número de nudos por planta, 
porcentaje de plantas con flores y la ausencia (-) o presencia (+) de frutos. Los datos se tomaron de 
plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) y de plantas no 
noduladas y fertilizadas con nitrato (Nitrato) a los días tras la siembra (DPS) indicados. Los datos 
representan la media y desviación estándar de 4 experimentos independientes. En cada experimento 




Nudos Flores (%) Frutos Nudos Flores (%) Frutos 
21 5 ± 2 0 ± 0 - 5 ± 2 0 ± 0 - 
28 6 ± 2 15 ± 4 - 7 ± 2 0 ± 0 - 
35 7 ± 3 84 ± 3 + 9 ± 4 42 ± 5 + 
42 8 ± 3 100 ± 0 + 9 ± 3 100 ± 0 + 
49 8 ± 2 100 ± 0 + 9 ± 2 100 ± 0 + 
 
 Los niveles de ureidos fueron inferiores en las plantas fertilizadas con 
nitrato que en plantas noduladas, excepto a los 21 DPS. En este periodo inicial del 
desarrollo de la planta, los niveles de ureidos en plantas fertilizadas con nitrato 
fueron iguales e incluso algo superiores a los observados en plantas noduladas. En 
las plantas fertilizadas con nitrato, los niveles de ureidos fueron menores en las 
raíces y hojas trifoliadas a los 35 DPS, mientras que los valores más altos se 
observaron en los tallos y hojas a los 49 DPS. El incremento en el contenido de 
ureidos observado a 49 DPS en tallos y hojas de plantas fertilizadas con nitrato 
alcanzó concentraciones que llegaron al 50% de las observadas en estos tejidos de 





































































Figura 19. Contenido en ureidos a lo largo del desarrollo de P. vulgaris. Contenido en alantoína 
(barras grises) y alantoato (barras negras) en raíces (A), tallos (B) y hojas trifoliadas (C) de plantas 
de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) o fertilizadas con nitrato 
(Nitrato). Se analizaron muestras de plantas recogidas a los días tras la siembra indicados. Los 





3.2. Evolución de la fijación de nitrógeno a lo largo del desarrollo de P. 
vulgaris 
Para determinar si el incremento en los niveles de ureidos observado a lo largo del 
desarrollo de P. vulgaris (Figura 19) se correspondía con valores más altos en la 
tasa de fijación de nitrógeno, se midió este último parámetro en plantas noduladas 
de judía a los 21, 28, 35, 42 y 49 DPS. La fijación de nitrógeno se determinó como 
actividad nitrogenasa aparente (ANA) y actividad nitrogenasa total (ANT). Los 
valores más altos de ANA (Figura 20, A) y ANT (Figura 20, B) se observaron a 
los 28 DPS. Tras el máximo a 28 DPS, el ANA y el ANT descendieron hasta 
alcanzar sus valores más bajos a 49 DPS.  
 










































































Figura 20. Evolución de la fijación de nitrógeno, actividad uricasa y contenido de ureidos en 
nódulos a lo largo del desarrollo de P. vulgaris. A. Actividad nitrogenasa aparente (ANA). B. 
Actividad nitrogenasa total (ANT). C. Contenido de ureidos en nódulos (alantoína más alantoato). 
D. Actividad uricasa en nódulos. Se analizaron muestras de plantas de judía recogidas a los días 
tras la siembra (DPS) indicados. Los resultados que se muestran son la media y desviación estándar 




Además de la fijación de nitrógeno, se determinó la actividad uricasa, una 
nodulina tardía y enzima clave en la fijación de nitrógeno (Sanchez et al., 1987), 
así como el contenido de ureidos en nódulos de plantas de judía recogidos entre los 
21 y los 49 DPS. Como se esperaba, la actividad uricasa (Figura 20, C) y el 
contenido en ureidos (Figura 20, D) mostraron cinéticas muy similares a las de la 
ANA y la ANT, con los mayores valores a 28 DPS y los menores a 49 DPS.  
 A diferencia de la fijación de nitrógeno, el peso fresco de nódulos por 
planta (Tabla 7) fue máximo entre los 35 y 42 DPS, mientras que los mayores 
valores de peso seco de nódulos por planta se obtuvieron a los 35 DPS (Tabla 7). 
La diferente evolución a lo largo del desarrollo del peso fresco de los nódulos por 
planta respecto al resto de parámetros (fijación de nitrógeno, actividad uricasa, 
contenido de ureidos y peso seco de los nódulos por planta) se debió posiblemente 
a que muchos de los nódulos recogidos a partir de los 35 DPS ya eran nódulos 
senescentes. 
 
Tabla 7. Peso fresco y peso seco de nódulos por planta a lo largo del desarrollo de P. vulgaris. 
Las muestras se corresponden a los nódulos recogidos de plantas de judía a los días después de la 
siembra (DPS) indicados. Estos resultados son la media y desviación estándar de 4 experimentos 
independientes.  
 
DPS 21 28 35 42 49 
Peso fresco de 
nódulos (g/planta) 0,18±0,04 0,50±0,06 0,66±0,07 0,64±0,08 0,32±0,04 
Peso seco de 
nódulos (g/planta) 0,04±0,01 0,06±0,01 0,12±0,01 0,06±0,01 0,02±0,01 
 
3.3. Cambios en la expresión de los genes involucrados en el metabolismo de 
los ureidos en nódulos a lo largo del desarrollo de judía  
Además de los parámetros mostrados en el apartado anterior de Resultados, en 
nódulos de plantas de judía recogidos entre los 21 y 49 DPS se analizó también la 
expresión de los genes de las enzima uricasa (PvOU), alantoinasa (PvALN.1, 
PvALN.2) y de la alantoato amidohidrolasa (PvAAH). Como se muestra en la 




cinética de la fijación de nitrógeno (Figura 20, A y B), con los mayores niveles de 
expresión entre los 21 - 28 DPS y los menores alrededor de los 49 DPS. 
 





















Figura 21. Expresión relativa del ARNm de los genes PvUO, PvALN.1, PvALN.2 y PvAAH en 
nódulos a lo largo del desarrollo de P. vulgaris. Los niveles de expresión se normalizaron con 
respecto a la expresión del gen de la Actina 2 en cada muestra y se presentan relativos a la 
expresión a 21 DPS de cada gen. Se analizaron muestras de nódulos de plantas de judía recogidos 
entre los 21 y 49 DPS. Estos resultados son la media y desviación estándar de 4 experimentos 
independientes. 
 
3.4. Cambios en la expresión y actividad de las enzimas involucradas en el 
metabolismo de los ureidos en raíces, tallos y hojas a lo largo del 
desarrollo de la planta  
Dado que el compuesto ureídico que se encontraba mayoritariamente en los tejidos 
vegetativos de judía era el alantoato (Figura 19), en las muestras donde 
previamente se habían determinado los niveles de ureidos (Resultados, apartado 
3.1) se analizaron también la expresión y la actividad de las enzimas involucradas 
en la síntesis (alantoinasa) y en la degradación del alantoato (AAH o PH-alcasa). 
 
3.4.1. Expresión y actividad de la enzima alantoinasa en raíces, tallos y hojas a lo 
largo del desarrollo  
En plantas, la enzima alantoinasa es la responsable de la síntesis del alantoato. En 




que codifican la enzima alantoinasa (PvALN.1 y PvALN.2). No obstante, sólo uno 
de ellos, el gen PvALN.1, se expresa en raíces, tallos y hojas (Diaz-Leal et al., 
2012). Por ello, en este trabajo se muestran sólo los niveles de expresión del gen 
PvALN.1.  
 Como se muestra en la figura 22, los mayores niveles de expresión del gen 
PvALN.1 se observaron en los tallos de las plantas noduladas. Además, en este 
tejido se observó un aumento de la expresión del gen PvALN.1 a lo largo del 
desarrollo. Este incremento con el desarrollo también se observó en los tallos de 
plantas fertilizadas con nitrato, aunque fue menor y más tardío que el observado en 
tallos de plantas noduladas. En cambio, en raíces y hojas trifoliadas de plantas 
noduladas y fertilizadas con nitrato la expresión del gen PvALN.1 no sufrió 
cambios significativos a lo largo del desarrollo.  
 
























Figura 22. Expresión relativa del gen PvALN.1 en raíces, tallos y hojas trifoliadas a lo largo 
del desarrollo de P. vulgaris. Se analizaron muestras de raíces, tallos y hojas trifoliadas 
procedentes de plantas cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) o fertilizadas con 
nitrato (Nitrato) recogidas a los días de ser sembradas indicados. Los niveles de expresión del gen 
PvALN.1 se normalizaron con respecto a la expresión de la Actina 2 y se hicieron relativos a la 
expresión de PvALN.1 en raíces de 21 días de cada una de las condiciones de cultivo. Estos 





De modo similar a la expresión del gen PvALN.1, la actividad alantoinasa 
fue mayor en tallos que en raíces y hojas, tanto en plantas noduladas como 
fertilizadas con nitrato. Además, en tallos de plantas noduladas se observó un gran 
incremento de la actividad alantoinasa a lo largo del desarrollo. Este incremento en 
la actividad alantoinasa también se produjo en tallos de las plantas fertilizadas con 
nitrato, aunque fue menor y ocurrió más tarde que en las plantas noduladas. La 
actividad alantoinasa fue mayor en las plantas noduladas que en las fertilizadas 
con nitrato en todas las muestras, excepto a 21 DPS, que fue similar en ambas 
condiciones de cultivo (Figura 23). 
 
























Figura 23. Actividad alantoinasa en raíces, tallos y hojas trifoliadas a lo largo del desarrollo 
de P. vulgaris. Se analizaron muestras de raíces, tallos y hojas trifoliadas procedentes de plantas de 
judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) o fertilizadas con nitrato (Nitrato), 
recogidas en los tiempos indicados. Estos resultados son la media y desviación estándar de 4 
experimentos independientes. 
 
3.4.2. Expresión y actividad de las enzimas involucradas en la degradación del 
alantoato a lo largo del desarrollo de judía 
Como se mostró en el primer capítulo de Resultados, en judía parece que existen 
dos actividades enzimáticas capaces de catalizar in vitro la degradación del 




secuencia identificada en judía hasta el momento que codifique una proteína que 
catalice la degradación del alantoato es la del gen PvAAH (Resultados, apartado 
1.1). Por ello, en las muestras donde se determinó la expresión y actividad de la 
enzima alantoinasa se analizó también la expresión del gen PvAAH. 
 A diferencia del gen PvALN.1, cuya expresión fue máxima en los tallos, los 
mayores niveles de expresión del gen de la alantoato amidohidrolasa (PvAAH) se 
encontraron en las hojas (Figura 24). La expresión de este gen fue similar en las 
plantas noduladas y en las fertilizadas con nitrato. En las raíces, tallos y hojas de 
plantas noduladas, la mayor expresión del gen PvAAH se observó entre los 28 - 35 
DPS, coincidiendo con el momento de máxima fijación de nitrógeno en estas 
plantas (Figura 20). En raíces y tallos de plantas fertilizadas con nitrato, la 
expresión del gen PvAAH no sufrió cambios significativos, a excepción de un 
descenso a 35 DPS, mientras que en las hojas trifoliadas de esas plantas se observó 
un incremento en la expresión del gen PvAAH a lo largo del desarrollo. 
 























Figura 24. Expresión relativa del gen PvAAH en raíces, tallos y hojas trifoliadas a lo largo del 
desarrollo de P. vulgaris. Se analizaron muestras de raíces, tallos y hojas trifoliadas procedentes 
de plantas cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) o fertilizadas con nitrato 
(Nitrato) recogidas a los DPS indicados. Los niveles de expresión del gen PvAAH se normalizaron 
con respecto a la expresión de la Actina 2 y se hicieron relativos a la expresión en raíces a 21 DPS 
de PvAAH en cada condición de cultivo. En la figura se presentan la media y desviación estándar 




Dado que sólo en hojas se observaron cambios significativos en la 
expresión del gen PvAAH y que en este tejido se encontraron también los mayores 
niveles de expresión, las actividades catalizadoras de la degradación de alantoato 
AAH y PH-alcasa se ensayaron en las muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de 
plantas de judía noduladas y fertilizadas con nitrato (Figura 25), donde 
previamente se había determinado la expresión del gen PvAAH.  
 La actividad AAH fue máxima a 21 DPS, y descendió a lo largo del 
desarrollo de la planta, hasta alcanzar sus valores más bajos entre los 42 y los 49 
DPS. El descenso en la actividad AAH con el desarrollo ocurrió tanto en las 
plantas noduladas como en las fertilizadas con nitrato (Figura 25, A). Además, se 
observaron mayores niveles de actividad AAH en las hojas de las plantas 
noduladas que en las de plantas fertilizadas con nitrato, al igual que ocurría con la 
actividad alantoinasa (Figura 24). A diferencia de la actividad AAH, la actividad 
PH-alcasa se mantuvo sin cambios significativos tanto en las hojas de las plantas 
noduladas como en las hojas de las plantas fertilizadas con nitrato (Figura 25, B). 
 








































Figura 25. Actividades degradadoras de alantoato en hojas trifoliadas a lo largo del 
desarrollo de P. vulgaris. Las actividades AAH (A) y PH-alcasa (B) se midieron en muestras de 
hojas trifoliadas procedentes de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno 
(FBN) o fertilizadas con nitrato (Nitrato), recogidas entre los 21 y 49 días de ser sembradas (DPS). 





3.5. Contenido de ureidos y actividad alantoinasa en hoja primaria y hoja 
superior a lo largo del desarrollo de P. vulgaris 
Dado que los ureidos son compuestos de transporte de N, su contenido en un tejido 
está influenciado por su síntesis, su degradación y por el transporte. Por este 
motivo, además de determinar el contenido de ureidos en la 3ª y 4ª hoja trifoliada 
de plantas de judía a lo largo del desarrollo (Figura 19), se midió el contenido de 
ureidos y la actividad alantoinasa en las hojas primarias (más viejas) y en hojas 
superiores no expandidas (más jóvenes) de plantas de judía noduladas y de plantas 
fertilizadas con nitrato, recogidas entre los 21 y 49 DPS. 
 Como se muestra en la figura 26 (A y B), el contenido de ureidos se 
mantuvo en niveles bajos y sin cambios a lo largo del tiempo de desarrollo 
analizado en hojas primarias tanto de plantas noduladas como fertilizadas con 
nitrato. Por el contrario, en las hojas más jóvenes de plantas noduladas se observó 
un brusco incremento en el contenido de ureidos a los 35 DPS, mientras que en las 
mismas hojas de las plantas fertilizadas con nitrato se observó un aumento gradual 
en el contenido de ureidos a lo largo de todo el desarrollo de la planta. 
Sorprendentemente, la concentración de ureidos en las hojas superiores fue similar 
en las plantas noduladas y en las plantas fertilizadas con nitrato y mayor que el 
observado tanto en las hojas primarias como en las hojas trifoliadas de estas 
plantas (Figura 19).  
En las mismas muestras donde se determinó el contenido en ureidos se 
midió también la actividad alantoinasa (Figura 26, C y D). En las hojas primarias, 
la actividad alantoinasa fue similar en las plantas noduladas y en las fertilizadas 
con nitrato. La actividad alantoinasa en hojas primarias de plantas noduladas 
aumentó a lo largo del desarrollo, mientras que en plantas fertilizadas con nitrato 
esta actividad no sufrió cambios significativos. En cambio, la actividad alantoinasa 
en las hojas superiores mostró un patrón similar en plantas noduladas y fertilizadas 
con nitrato. Los valores de actividad alantoinasa encontrados en las hojas 




primarias (Figura 26, C y D) como en las hojas trifoliadas previamente analizadas 
de estas plantas (Figura 23) y los valores fueron similares en plantas noduladas y 
fertilizadas con nitrato. 
 


















































































Figura 26. Contenido de ureidos y actividad alantoinasa en hoja primaria y hoja superior a lo 
largo del desarrollo de P. vulgaris. Concentración de ureidos (alantoína más alantoato) y 
actividad alantoinasa en hojas primarias (barras grises) y hojas superiores no expandidas (barras 
negras) a lo largo del desarrollo de plantas de judía noduladas (FBN) y fertilizadas con nitrato 
(Nitrato). Estos resultados son la media y desviación estándar de 4 experimentos independientes.  
 
3.6. Cambios en el contenido de aminoácidos, ureidos y nitrato en el xilema a 
lo largo del desarrollo de P. vulgaris 
El contenido en aminoácidos, ureidos y nitrato se analizó en el xilema de plantas 
de judía noduladas y fertilizadas con nitrato entre los 21 y 49 DPS. Las muestras 
de xilema de cada planta se recogieron durante 20 min y siempre entre las 12:00 y 




cambios en la transpiración de la plantas a lo largo del día. Cada una de las 
muestras provenía de la mezcla del xilema recogido de 4 plantas diferentes. 
 En la figura 27 (A y B) se muestran los perfiles de los 4 aminoácidos más 
abundantes encontrados en el xilema tanto de las plantas noduladas como en el de 
las plantas fertilizadas con nitrato: aspartato (Asp), asparragina (Asn), glutamato 
(Glu) y glutamina (Gln).  
Como se muestra en la figura 27 (A), los aminoácidos más abundantes en 
el xilema de plantas noduladas fueron la Asn y la Gln, seguidos por el Asp y el 
Glu. El contenido en Asp y Asn en el xilema de estas plantas siguió un patrón muy 
similar, observándose los mayores niveles de ambos aminoácidos en las muestras 
recogidas a los 21, 42 y 49 DPS. El periodo entre los 28 y 35 DPS, donde se 
observaron las menores concentraciones de Asp y Asn, coincidió con el 
incremento en los niveles de ureidos (Figura 27, C). El contenido en Gln y Glu 
aumentó a lo largo del desarrollo de la planta, hasta alcanzar las mayores 
concentraciones a los 42 DPS, siguiendo un patrón muy similar al del contenido en 
ureidos en estas muestras. En el xilema de las plantas fertilizadas con nitrato, la 
Asn fue el aminoácido más abundante, seguido por el Asp, el Glu y la Gln. En 
estas plantas, el contenido de Asn aumentó durante el desarrollo de la planta hasta 
alcanzar los mayores niveles a los 42 DPS, con concentraciones 8 veces superiores 
a las de Gln, Glu y Asp (Figura 27, B). 
Como se muestra en la figura 27 (C), en el xilema de plantas noduladas se 
observó un gran incremento de la concentración de ureidos (principalmente 
alantoato) a lo largo del desarrollo de la planta, con las mayores concentraciones 
de ureidos a los 42 DPS. En el xilema de las plantas fertilizadas con nitrato se 
encontraron niveles de ureidos significativos, aunque inferiores a las observados 
en el xilema de plantas noduladas. Además, en el xilema de las plantas fertilizadas 
con nitrato se observó también un incremento en el contenido de ureidos a lo largo 
del desarrollo, alcanzando a los 42 DPS concentraciones de hasta el 40% de las 



































































Figura 27. Contenido de aminoácidos y ureidos en el xilema a lo largo del desarrollo de P. 
vulgaris. Contenido en aspartato (Asp), asparragina (Asn), glutamato (Glu) y glutamina (Gln) en el 
xilema de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) (A) o 
fertilizadas con nitrato (Nitrato) (B). Contenido en alantoína y alantoato en el xilema de plantas 
cultivadas en FBN o fertilizadas con nitrato (C). Las muestras de xilema se tomaron a los días tras 
la siembra indicados y cada muestra corresponde a la mezcla del xilema de al menos 4 plantas 




Como se esperaba, el contenido en nitrato en el xilema de plantas 
noduladas fue muy inferior al de las plantas fertilizadas con nitrato y no sufrió 
grandes cambios a lo largo del desarrollo de la planta (Tabla 8). En el xilema de 
plantas fertilizadas con nitrato, su contenido alcanzó concentraciones entre 2 y 4 
veces superiores al de la solución nutritiva con la que se regaron estas plantas (10 
mM). 
 
Tabla 8. Distribución de los compuestos nitrogenados en el xilema a lo largo del desarrollo de 
P. vulgaris. La concentración de ureidos (alantoína más alantoato), aminoácidos y nitrato se 
determinó en muestras de xilema de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de 
nitrógeno (FBN) o fertilizadas con nitrato (Nitrato) tomadas a los días tras la siembra (DPS) 
indicados. El contenido relativo en nitrógeno ureídico (RUN) se calculó como se describe en el 
texto (Herridge, 1982). 
 
DPS Ureidos (mM) Aminoácidos (mM) Nitrato (mM) RUN (%) FBN Nitrato FBN Nitrato FBN Nitrato FBN Nitrato 
21 0,6±0,2 0,6±0,1 1,1±0,3 2,2±0,1 0,9±0,6 23,9±7,2 54,5±2,1 8,58±0,5 
28 2,8±1,0 0,6±0,1 0,6±0,2 2,3±0,4 0,4±0,1 17,7±1,8 91,6±0,4 10,9±0,1 
35 3,9±1,7 0,7±0,1 0,8±0,1 3,3±0,5 0,3±0,1 16,7±3,1 93,6±0,6 12,5±3,3 
42 5,5±0,7 2,2±0,1 2,3±0,8 5,8±0,5 0,6±0,4 41,9±8,0 88,6±3,1 15,7±1,9 
49 2,8±0,1 1,4±0,2 1,7±0,1 3,5±0,1 0,4±0,1 23,1±5,8 84,1±0,7 17,7±1,4 
 
El contenido en ureidos, aminoácidos y nitrato se usó para determinar el 
contenido relativo en nitrógeno ureídico (RUN) a lo largo del desarrollo de P. 
vulgaris (Tabla 8), según la fórmula: RUN = 100 x [(4 x concentración mM de 
ureidos) / (4 x (concentración mM de ureidos + nitrato + aminoácidos)] (Herridge, 
1982). En las plantas noduladas, el RUN fue máximo entre los 28 - 35 DPS (91 – 
93%), coincidiendo con el periodo de mayor fijación de nitrógeno (Figura 20, A y 
B). Tras este máximo entre los 28 y 35 DPS, el RUN en plantas noduladas se 
mantuvo en valores entre el 84 y 88%. En el xilema procedente de las plantas 
fertilizadas con nitrato, el RUN tuvo un valor de aproximadamente el 10% durante 
el desarrollo vegetativo de la planta (21 - 28 DPS) y del 17% durante su fase 

























































4. Regulación del metabolismo del alantoato en P. vulgaris por 











































4.1. Cambios en el metabolismo de los ureidos durante la transición de la 
fase vegetativa a la reproductiva 
Como se mencionó en el apartado 3.1 de Resultados, en las hojas trifoliadas de 
plantas noduladas de judía se observó un brusco incremento del contenido de 
ureidos coincidiendo con el inicio de la floración (35 DPS). Para estudiar en más 
detalle estos cambios en el metabolismo de los ureidos, se determinó la evolución 
de su contenido en hojas recogidas cada dos días, desde los 26 DPS (antes de la 
floración) hasta los 42 DPS (varios días tras la floración). Asimismo, se determinó 
de forma más precisa el momento de floración de las plantas noduladas y de las 
plantas fertilizadas con nitrato (Figura 28).  
 











































Figura 28. Estado de floración y contenido de ureidos en plantas noduladas y fertilizadas con 
nitrato. A. El porcentaje de plantas con flor se determinó en condiciones de fijación de nitrógeno 
(FBN) y de fertilización con nitrato (Nitrato) cada dos días entre los 26 y 42 DPS. B. El contenido 
de ureidos (alantoína más alantoato) se determinó en muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada recogidas 
a los DPS indicados de plantas cultivadas en condiciones de FBN. Los datos son la media y 




Como se muestra en la figura 28 (A), entre el 80 y 100% de las plantas 
cultivadas en FBN florecieron entre los 32 y 35 días después de la siembra, 
mientras que sólo el 10 y el 50% de las plantas fertilizadas con nitrato habían 
florecido a los 32 y 35 DPS, respectivamente. En las hojas trifoliadas de plantas 
noduladas de judía se observó un incremento brusco en el contenido de ureidos 
(principalmente alantoato) a los 35 DPS (Figura 28, B), que coincidía con el 
momento en que todas las plantas mostraban las primeras flores. 
 Para determinar si existía alguna relación entre la floración temprana 
observada en plantas noduladas y el incremento de ureidos encontrado a 35 DPS 
en las hojas de estas plantas (Figura 28), se determinó el momento de floración de 
plantas noduladas de judía tratadas con alopurinol, que es un inhibidor competitivo 
de la enzima xantina deshidrogenasa y, por tanto, de la síntesis de ureidos. Para 
analizar el efecto del alopurinol sobre la floración, plantas noduladas de judía y 
cultivadas en FBN se regaron, a partir de los 26 DPS (varios días antes del inicio 
de la floración), con una solución de riego que contenía alopurinol 0,1 mM. El 
riego con alopurinol se repitió 3 veces por semana, y cada dos días se determinó el 
estado de floración y se recogieron muestras de hojas trifoliadas. 
Como se muestra en la figura 29, al igual que las plantas no tratadas con 
alopurinol (Figura 28, A), el 100% de las plantas tratadas con alopurinol 
florecieron entre los 32 y 35 DPS (Figura 29, A). Como se esperaba, los niveles de 
ureidos en las hojas trifoliadas de las plantas tratadas con alopurinol fueron mucho 
menores que los observados en las plantas no tratadas y no variaron 
significativamente durante la floración (Figura 29, B).  
 
4.2. Cambios en el contenido de carbohidratos en plantas noduladas de judía 
y fertilizadas con nitrato 
Con el objeto de investigar otros factores que pudieran causar la diferencia en el 
tiempo de floración observada entre las plantas noduladas y las fertilizadas con 




(glucosa, fructosa y sacarosa) en la 3ª hoja trifoliada de plantas de 28 DPS 
cultivadas en condiciones de FBN o fertilizadas con nitrato. Para evitar posibles 
interferencias del efecto de las horas de luz sobre el contenido de carbohidratos de 
la planta, todas las muestras se recogieron entre las 11:00 y las 11:30 de la 
mañana. 
 











































Figura 29. Efecto del alopurinol sobre el estado de floración y el contenido de ureidos en 
plantas noduladas de judía. Porcentaje de plantas con flor (A) y contenido de ureidos (alantoína 
más alantoato) (B) en plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno regadas 
con una solución que contenía alopurinol 0,1 mM, a partir de los 26 DPS. Como control se usaron 
plantas noduladas de la misma edad que no fueron regadas con alopurinol. Los datos son la media y 
desviación estándar de 2 experimentos independientes. 
 
 Como se muestra en la figura 30, el contenido de almidón fue superior al 
del resto de carbohidratos analizados tanto en plantas noduladas como en las 
fertilizadas con nitrato. Además, el contenido en almidón fue muy superior en las 




noduladas, el azúcar soluble más abundante fue la glucosa, seguido por la sacarosa 
(Figura 30, B). Por el contrario, el azúcar soluble más abundante en las plantas 
fertilizadas con nitrato fue la sacarosa. Al igual que el almidón, el contenido de 
glucosa en hojas de plantas de judía cultivadas en FBN fue muy superior al 









































Figura 30. Contenido de azúcares al comienzo de la floración en P. vulgaris. El contenido de 
almidón (A) y azúcares solubles (glucosa, fructosa y sacarosa) (B) se analizó en muestras de la 3ª 
hoja trifoliada de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) o 
fertilizadas con nitrato (Nitrato), recogidas a los 28 días después de la siembra. Los resultados que 
se muestran son la media y desviación estándar de 4 experimentos independientes. 
 
 Además del contenido de carbohidratos, se determinaron también los 
parámetros de biomasa y tamaño de las hojas de plantas de 28 días de edad tanto 
noduladas como fertilizadas con nitrato (Tabla 9). Asimismo, se determinó el 
contenido de proteína soluble total y de clorofilas (clorofila a y b) en hojas de estas 
mismas plantas.  
Como se muestra en la tabla 9, tanto el tamaño como el peso fresco de las 
hojas trifoliadas de las plantas fertilizadas con nitrato fueron mayores que los de 
las hojas de las plantas cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno. En 
cambio, las plantas noduladas mostraron una mayor relación PS/PF que las plantas 
fertilizadas con nitrato, lo que indicaba un mayor contenido en agua en la hojas 




clorofilas y en proteína soluble total de las plantas fertilizadas con nitrato fue 
superior al de las plantas noduladas.  
 
Tabla 9. Biomasa, tamaño de hojas y contenido de proteína soluble total y clorofilas en hojas 
de plantas de judía noduladas o fertilizadas con nitrato. Se analizaron muestras recogidas a los 
28 días tras la siembra de plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno (FBN) 
o fertilizadas con nitrato (Nitrato). Los valores corresponden a la 3ª y 4ª hoja trifoliada salvo los de 
tamaño que son de la 3ª hoja trifoliada (longitud x anchura de los foliolos). Para el análisis 
estadístico se usó la prueba t de Student del programa informático GraphPad: a indica diferencias 
significativas (P < 0,05), b diferencias muy significativas (P < 0,03), c diferencias extremadamente 









(mg/g PF)  
Clorofila 
(mg/g PF)  g PF g PS 
FBN  1,20±0,07 0,27±0,02  0,22±0,02 33,64±3,70 9,49±0,99  2,49±0,08  
Nitrato  1,93c±0,15 0,20b±0,01  0,10c±0,01 47,16a±3,82 12,55a±1,60  2,78a±0,10  
 
 Con objeto de determinar si el alto contenido de carbohidratos en las 
plantas noduladas ocurría sólo antes de la floración, se determinaron los niveles de 
carbohidratos en la 3ª y 4ª hoja trifoliada de plantas noduladas de judía a lo largo 
del desarrollo de la planta (21 - 49 DPS). Como se muestra en la figura 31 (A), el 
contenido de almidón aumentó entre los 21 y los 28 DPS y después descendió 
progresivamente hasta alcanzar los niveles más bajos a 49 DPS. Además, entre los 
21 y 28 DPS se observó un brusco incremento en el contenido de glucosa en hojas, 
que coincidió con el comienzo de la floración de estas plantas (Figura 31, B). Tras 
este incremento antes de la floración, los niveles de glucosa se mantuvieron 
elevados a lo largo del resto del desarrollo de la planta. El contenido de fructosa en 
hojas aumentó progresivamente a lo largo del desarrollo, alcanzándose los 
mayores valores a los 49 DPS. Por su parte, el contenido de sacarosa sufrió sólo un 














































Figura 31. Contenido de azúcares en hojas de P. vulgaris a lo largo del desarrollo. Contenido 
de almidón (A) y azúcares solubles (glucosa, fructosa y sacarosa) (B) en la 3ª y 4ª hoja trifoliada de 
plantas de judía cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno recogidas a los días después de 
la siembra (DPS) indicados. Los resultados que se muestran son la media y desviación estándar de 
4 experimentos independientes. 
 
4.3. Efecto de los ciclos de luz y oscuridad en el contenido de ureidos en P. 
vulgaris 
Para estudiar si el metabolismo de los ureidos está sujeto a oscilaciones durante los 
ciclos de luz y oscuridad, se determinaron los niveles de ureidos en hojas de 
plantas de judía cultivadas con un fotoperiodo de 16 horas de luz (08:00 - 24:00) y 
8 horas de oscuridad (0:01 - 07:59) a lo largo de varios días consecutivos. Se 
analizaron muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de plantas de judía de 28 – 30 DPS 
cultivadas en condiciones de FBN. 
 Como se muestra en la figura 32, el contenido de ureidos en hojas sufrió 
sólo pequeñas oscilaciones a lo largo de los tres días analizados, observándose 
niveles de ureidos similares en la fase de luz y en la de oscuridad del fotoperiodo. 
 
4.4. Efecto de la oscuridad en el contenido de ureidos en P. vulgaris
Como se mostró en el apartado anterior, los niveles de ureidos en hojas de plantas 
noduladas de judía no sufrieron cambios significativos tras 8 horas en oscuridad 




iluminación podía dar lugar a cambios superiores en los niveles de ureidos, se 
midió el contenido de ureidos tras someter a plantas de judía a 24 y 48 horas en 
oscuridad (Figura 33). Para ello, plantas noduladas de judía de 28 DPS cultivadas 
en condiciones de luz normales (fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 horas de 
oscuridad) se dividieron en 2 grupos equivalentes. Uno de los grupos de plantas se 
mantuvo en condiciones de luz estándar (plantas control), mientras que el otro se 
trasladó durante 48 horas a una cámara de cultivo sin iluminación. Trascurrido este 
tiempo, las plantas mantenidas durante 48 horas en oscuridad se devolvieron a las 
condiciones de luz normales durante 24 horas. De estas plantas se recogieron 
muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada y de tallos, antes (0) y después (24 y 48 horas 
de oscuridad) del tratamiento de oscuridad, así como transcurridas 24 horas tras 
devolver las plantas que habían sido sometidas a 48 horas de oscuridad a las 




Figura 32. Contenido de ureidos en hojas de P. vulgaris durante las fases de luz y de 
oscuridad del fotoperiodo. Contenido en ureidos (alantoína y alantoato) en muestras de la 3ª y 4ª 
hoja trifoliada de plantas noduladas cultivadas con un fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 horas de 
oscuridad (sombreado en gris) recogidas entre los 28 y los 30 días tras la siembra. Las muestras se 
tomaron cada 6 horas a las horas indicadas en la parte inferior de la gráfica. Los datos que se 
















































Figura 33. Efecto de la oscuridad sobre el contenido de ureidos. Plantas noduladas de 28 DPS y 
cultivadas con un fotoperiodo normal ( ), se transfirieron a condiciones de oscuridad durante 48 h 
(●) y nuevamente a fotoperiodo normal. Cada 24 horas se tomaron muestras de las 3ª y 4ª hoja 
trifoliada (A) y de tallos (B) en las que se determinó su contenido en ureidos (alantoína más 
alantoato). Los datos que se muestran son la media y desviación estándar de 4 experimentos 
independientes. 
 
 Como se muestra en la figura 33, tanto en hojas como en tallos, el 
contenido de ureidos (principalmente alantoato) se duplicó y cuadruplicó tras 24 y 
48 horas de oscuridad, respectivamente. Además, la concentración de ureidos en 
las hojas y tallos de las plantas mantenidas durante 48 horas en oscuridad 







4.5. Regulación del metabolismo de los ureidos en condiciones de oscuridad 
parcial en judía 
Dado que los niveles de ureidos en un tejido dependen de una suma de factores 
(síntesis, degradación y transporte), para determinar cuál era el origen del 
incremento de ureidos observado en plantas de judía sometidas a oscuridad (Figura 
33), se analizaron los niveles de ureidos en plantas en las que sólo parte de las 
hojas se habían sometido a condiciones de oscuridad (oscuridad parcial). Con este 
fin, se cubrieron con papel de aluminio el 50% de las hojas trifoliadas de plantas 
noduladas de judía, cultivadas en condiciones de luz normales durante 4 semanas, 
y se mantuvieron en estas condiciones durante 48 horas (plantas tratadas). 
Transcurrido este tiempo, se recogieron muestras de las hojas sometidas a 
oscuridad (hojas cubiertas), de las hojas no cubiertas y de los tallos de las plantas 
tratadas, así como de las hojas trifoliadas (hojas control) y los tallos de plantas 
noduladas de judía de la misma edad cuyas hojas no habían sido cubiertas con 
papel de aluminio (plantas control). 
 El contenido de ureidos aumentó en las hojas iluminadas de las plantas que 
habían tenido un 50% de sus hojas sometidas a oscuridad durante 48 h (Figura 34, 
A), alcanzándose valores similares a los observados en hojas de plantas que se 
habían mantenido durante 48 horas en oscuridad total (Figura 33, A). Por el 
contrario, en las hojas sometidas a oscuridad de las plantas tratadas se encontraron 
niveles de ureidos inferiores a los observados en las hojas que no habían sido 
cubiertas de estas mismas plantas, e incluso a los observados en hojas trifoliadas 
de las plantas control (Figura 34, A). Asimismo, los niveles de ureidos fueron 
superiores en tallos de las plantas tratadas que en los de las plantas control (Figura 
34, B), aunque menores a los encontrados en tallos de plantas mantenidas durante 
48 horas en oscuridad total (Figura 33, B). 
En las mismas muestras donde se midió el contenido de ureidos, se 
determinaron también las actividades enzimáticas que catalizan la síntesis y 




se encontraron en las hojas iluminadas de las plantas tratadas, con valores 2 veces 
superiores a los observados tanto en las hojas cubiertas de estas plantas como en 
las hojas de las plantas control (Figura 35, A). Asimismo, los mayores valores de 
actividad alantoinasa se observaron en los tallos procedentes de las plantas tratadas 







































Figura 34. Contenido de ureidos en plantas noduladas de judía sometidas a oscuridad parcial. 
La mitad de las hojas trifoliadas de plantas de 28 días tras la siembra se cubrieron con papel de 
aluminio durante 48 h (tratadas), transcurridas las cuales se midió el contenido en ureidos 
(alantoína más alantoato) en hojas (A) cubiertas (barras negras) y no cubiertas (barras grises) y en 
tallos (B) de esas plantas. Como control se usaron plantas cultivadas en FBN de la misma edad que 
no se sometieron a oscuridad parcial (barras blancas). Los datos que se muestran son la media y 










































Figura 35. Actividad alantoinasa en plantas noduladas de judía sometidas a oscuridad 
parcial. La mitad de las hojas trifoliadas de plantas noduladas de 28 DPS se cubrieron con papel de 
aluminio durante 48 h (tratadas), transcurridas las cuales se midió la actividad alantoinasa en hojas 
(A) cubiertas (barras grises) y no cubiertas (barras negras) y en tallos (B) de esas plantas. Con 
barras blancas se muestran los valores de plantas control. Los datos que se muestran son la media y 




En hojas sometidas a oscuridad (hojas cubiertas) de las plantas tratadas se 
observó un descenso en la actividad AAH con respecto a la de las hojas iluminadas 
(hojas no cubiertas) y a la de las plantas control. Además, en las hojas iluminadas 
de las plantas tratadas se observaron niveles de actividad inferiores a los 
encontrados en las hojas de las plantas control (Figura 36, A). Por su parte, la 
actividad PH-alcasa fue similar en las muestras de hojas procedentes de plantas 







































Figura 36. Actividades catalizadoras de la degradación del alantoato en hojas trifoliadas de 
plantas de judía sometidas a oscuridad parcial. El 50% de las hojas trifoliadas de plantas 
noduladas de judía de 4 semanas de edad se cubrieron con papel de aluminio durante 48 horas 
(Plantas tratadas), tras las cuales se recogieron muestras de hojas cubiertas (barras negras), no 
cubiertas (barras grises) y en las cuales se determinaron las actividades AAH (A) y PH-alcasa (B). 
Las barras blancas representan plantas control. Los datos mostrados son la media de 4 
experimentos independientes. 
 
4.6. Fijación de nitrógeno en plantas de judía sometidas a oscuridad parcial 
Para determinar cómo afecta la reducción de la capacidad fotosintética inducida en 
las plantas sometidas a oscuridad parcial (con el 50% de las hojas cubiertas) a la 
fijación de nitrógeno, se determinó la tasa de fijación de nitrógeno, así como el 
peso fresco y el contenido de ureidos de los nódulos de esas plantas.  
 Como se muestra en la figura 37, la tasa de fijación de nitrógeno, medida 
como ANA y ANT, y el peso fresco de nódulos por planta fueron menores en las 
plantas tratadas que en las plantas control; en cambio, el contenido de ureidos de 















































































Figura 37. Tasa de fijación de nitrógeno, peso fresco y contenido de ureidos en nódulos en 
plantas de judía sometidas a oscuridad parcial. Se analizaron muestras de plantas noduladas de 
judía de 4 semanas de edad mantenidas durante 48 horas con el 50% de las hojas trifoliadas 
cubiertas con papel de aluminio (Plantas tratadas, en negro) y plantas noduladas de la misma edad 
cultivadas en condiciones de luz normales (Plantas control, en blanco). La fijación de nitrógeno se 
determinó como actividad nitrogenasa aparente (ANA) y actividad nitrogenasa total (ANT). El 
contenido de ureidos es la suma de alantoína y alantoato. Los datos que se presentan son la media y 
desviación estándar de 4 experimentos independientes. 
 
4.7. Cambios en los niveles de carbohidratos en hojas de plantas de judía 
sometidas a oscuridad parcial 
Como se ha mencionado en el apartado 4.2 de Resultados, se observó un 
incremento de carbohidratos durante la transición de la fase vegetativa a la 
reproductiva en plantas noduladas que coincidía con un incremento en los niveles 
de ureidos (Figura 19). Para determinar si en plantas sometidas a oscuridad parcial 
se producían también cambios en el contenido de azúcares, se midieron los niveles 




glucosa en las hojas cubiertas de las plantas tratadas con respecto a las hojas no 
cubiertas y a las hojas de las plantas control (Figura 38, B). Por el contrario, se 
observó un descenso en los niveles de almidón y sacarosa (Figura 38, A y D) en 
las hojas de las plantas tratadas, en especial en las hojas cubiertas, mientras que el 













































































Figura 38. Contenido de carbohidratos en hojas trifoliadas de plantas de judía mantenidas en 
oscuridad parcial. Se midió el contenido en almidón (A), glucosa (B), fructosa (C) y sacarosa (D). 
El 50% de las hojas trifoliadas de plantas noduladas de judía de 4 semanas de edad se cubrieron 
con papel de aluminio y se mantuvieron en oscuridad durante 48 horas (Plantas tratadas). Se 
recogieron muestras de hojas cubiertas (barras negras), hojas no cubiertas (barras grises) y de tallos 
(barras negras) Las barras blancas representan plantas control. Los datos mostrados son la media y 







4.8. Regulación del catabolismo del alantoato en P. vulgaris por estrés 
hídrico 
Numerosos autores han descrito que en condiciones de déficit hídrico se produce 
una acumulación de ureidos, principalmente alantoato, en las leguminosas 
ureídicas como soja o judía. Además, la acumulación de estos compuestos se ha 
relacionado con la inhibición de la fijación de nitrógeno observada en condiciones 
de sequía (Serraj et al., 1999b; King y Purcell, 2005) y se ha sugerido que el 
aumento en los niveles de alantoato estaría causado por una menor capacidad de 
degradación del alantoato en estas condiciones (Vadez y Sinclair, 2000; Vadez et 
al., 2000). Para determinar si la disminución del catabolismo del alantoato es la 
causa del incremento de su concentración, se determinó la capacidad de degradar 
alantoato en plantas de judía sometidas a déficit hídrico. Para ello, plantas de judía 
de 4 semanas de edad cultivadas en condiciones de fijación de nitrógeno se 
dividieron en dos grupos equivalentes. Uno de los grupos de plantas se mantuvo 
con irrigación normal (3 riegos por semana), mientras que el otro grupo dejó de 
regarse. A los 10 días de comenzar el tratamiento (38 DPS), se analizaron las 
actividades catalizadoras de la degradación del alantoato en muestras de la 3ª y 4ª 
hoja trifoliada tanto de las plantas tratadas como de las plantas control.  
Como se muestra en la figura 39, A, se encontró un descenso en la actividad 
AAH en hojas de plantas sometidas a déficit hídrico, con valores de actividad por 
debajo del 50% de los observados en hojas de las plantas control. Por el contrario, 
la actividad PH-alcasa fue similar en las muestras procedentes de plantas tratadas y 
de plantas control (Figura 39, B).  
 
4.9. Regulación de la expresión del gen PvAAH por ABA, JA, SA y choque 
térmico 
Como se indica en el apartado 1.4 de Resultados, en la región promotora del gen 
PvAAH existen diversas secuencias que podrían participar en la regulación de la 




hormonas, choque térmico y por baja temperatura. Para verificar si la expresión 
del gen PvAAH podría estar regulada por alguno de estos factores, como una 
primera aproximación experimental, se trataron plantas de judía con algunas de 











































Figura 39. Actividades catalizadoras de la degradación del alantoato en hojas trifoliadas de P. 
vulgaris en respuesta al estrés hídrico. La actividad AAH (A) y PH-alcasa (B) se muestran en 
mU por miligramo de proteína. Se analizaron muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de plantas 
noduladas de judía regadas con regularidad (barras blancas) y mantenidas durante 10 días sin riego 
(barras negras). Estos resultados son la media y desviación estándar de 3 experimentos 
independientes.  
 
 En primer lugar, se estudió el papel regulador del ácido abscísico (ABA), 
jasmonato (JA) y ácido salicílico (SA) sobre la expresión del gen PvAAH. Para 
ello, tanto las hojas como las raíces de plantas noduladas de judía de 19 DPS se 
trataron con diferentes soluciones que contenían ABA (10 µM), JA (50 µM) o SA 
(200 µM) cada 24 h. A las 48 h del inicio del tratamiento, se recogieron muestras 
de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de las plantas tratadas y de plantas control y se analizó 
la expresión del gen PvAAH mediante RT-PCR cuantitativa. También se analizó la 
expresión del gen PvAAH en condiciones de baja temperatura (4 ºC) y por choque 
térmico (39 ºC), para lo cual se cortaron hojas trifoliadas de plantas noduladas de 
judía de 21 DPS y se incubaron durante 4 horas a 4 ºC o 2 horas a 39 ºC. Como 
control de los tratamientos de choque térmico y baja temperatura se usaron hojas 




ambiente durante 2 y 4 horas, respectivamente. Para estos tratamientos de 
temperatura, las hojas cortadas se incubaron sobre papel humedecido para evitar su 
desecación. 
 Como se muestra en la figura 40, la expresión del gen PvAAH se duplicó en 
las plantas tratadas con JA y SA, mientras que el ABA produjo sólo un ligero 
incremento. La expresión del gen también aumentó en las hojas sometidas a 
choque térmico y descendió en las muestras incubadas a 4 ºC.  
 






















Figura 40. Cambios en la expresión del gen PvAAH por ABA, JA, SA, choque térmico y baja 
temperaturas en P. vulgaris. La expresión del gen PvAAH se hizo relativa a su expresión en cada 
una de las muestras control (línea negra). Se analizaron  muestras de la 3ª y 4ª hojas trifoliadas de 
plantas noduladas de judía tratadas con ABA (10 µM), JA (50 µM) y SA (200 µM) durante 48 
horas, así como sometidas a estrés por choque térmico (2 h a 39 ºC) y baja temperatura (4 h a 4 ºC). 
Los datos se normalizaron frente a la expresión del gen de la Actina 2 en cada una de las muestras. 
Estos resultados son la media y desviación estándar de 4 experimentos independientes.  
 
 En las muestras donde se había determinado la expresión del gen PvAAH se 
midieron también los niveles de ureidos (alantoína y alantoato). Se encontró un 
menor contenido de alantoato en las muestras tratadas con ABA, JA, SA y 
sometidas a estrés por choque térmico que en las muestras de plantas control. Por 


























Figura 41. Cambios en el contenido de ureidos por ABA, JA, SA, choque térmico y baja 
temperaturas en hojas de P. vulgaris. Se analizaron  muestras de la 3ª y 4ª hoja trifoliada de 
plantas noduladas de judía tratadas con ABA (10 µM), JA (50 µM) y SA (200 µM) durante 48 
horas, así como sometidas a estrés por choque térmico (2 h a 39 ºC) y baja temperatura (4 h a 4 ºC). 



































































































1. Identificación del gen de la enzima alantoato amidohidrolasa de judía 
Hasta hace relativamente poco tiempo, la información que existía acerca de los 
genes y enzimas involucrados en la degradación del alantoato en plantas era muy 
limitada. Sin embargo, la publicación del genoma de gran número de plantas y el 
desarrollo de métodos no convencionales que permiten la purificación rápida y 
eficiente de proteínas han permitido, en pocos años, aumentar de forma 
considerable el conocimiento acerca de esta ruta bioquímica en plantas (Revisado 
por Werner y Witte, 2011). No obstante, mientras que en Arabidopsis ya parece 
claro que la degradación del alantoato está catalizada por la enzima alantoato 
amidohidrolasa (Todd y Polacco, 2006; Werner et al., 2008), en plantas como las 
leguminosas ureídicas, donde los ureidos son mucho más abundantes, aún no se ha 
demostrado si esta etapa del catabolismo de los ureidos está mediada por una 
(alantoato amidohidrolasa) o varias enzimas (alantoato amidohidrolasa y 
alantoicasa). Asimismo, los intentos por determinar qué enzimas están implicadas 
en la degradación del alantoato usando aproximaciones fisiológicas y técnicas 
bioquímicas convencionales han dado resultados controvertidos e incluso 
contradictorios (Shelp y Ireland, 1985; Winkler et al., 1987; Stebbins y Polacco, 
1995; Vadez y Sinclair, 2000; Todd y Polacco, 2004).  
 En este trabajo se ha identificado y clonado un ADNc de judía (PvAAH) 
que codifica una proteína con una alta homología con las alantoato 
amidohidrolasas (AAHs) descritas en plantas (Todd y Polacco, 2006; Werner et 
al., 2008) y en bacterias (Schultz et al., 2001; Agarwal et al., 2007). Además, esta 
proteína presenta todos los aminoácidos necesarios para la unión al sustrato y a los 
cofactores e iones metálicos descritos en la AAH de E. coli (Agarwal et al., 2007), 
y que están conservados también en las AAHs de Arabidopsis (Todd y Polacco, 
2006) y soja (Werner et al., 2008) (Figura 4). Estos resultados indican que el 
ADNc PvAAH codifica una alantoato amidohidrolasa. 
 El análisis por Southern blot mostró que en el genoma de judía hay un 




intrones (Figura 6). Estos resultados se han confirmado gracias a la reciente 
publicación del genoma de Phaseolus vulgaris (http://www.phytozome.net). En 
judía, como en la mayoría de las plantas cuyos genomas se han secuenciado, el gen 
AAH es de copia única, al igual que los genes que codifican las enzimas que 
continúan tras la degradación del alantoato (ureidoglicina aminohidrolasa y 
ureidoglicolato amidohidrolasa) (Witte, 2011). Por el contrario, en soja se han 
identificado dos copias del gen de la enzima alantoato amidohidrolasa, de acuerdo 
con la reciente duplicación que sufrió el genoma de esta planta (Shoemaker et al., 
1996). De hecho, la gran mayoría de los genes están representados por el doble de 
copias en soja que en especies muy relacionadas, como judía. Esto mismo ocurre 
con el gen de la alantoinasa, del que existen dos copias en el genoma de judía 
(Díaz-Leal et al., 2012) y cuatro en el de soja (Duran y Todd, 2012). 
Originariamente, en Arabidopsis también hubo dos genes anotados como alantoato 
amidohidrolasa (AtAAH-1 y AtAAH-2). No obstante, estudios posteriores han 
mostrado que el gen AtAAH-2 codifica en realidad una ureidoglicolato 
amidohidrolasa (Werner et al., 2010). 
 La búsqueda en las bases de datos reveló la existencia de proteínas 
similares a la AAH de judía en la mayor parte de las plantas cuyos genomas se han 
publicado, así como en varios géneros de bacterias (Figura 3). Por el contrario, en 
ninguno de estos organismos se han encontrado secuencias que pudieran codificar 
la enzima alantoicasa. Por su parte, en organismos como Saccharomyces 
cerevisiae, Neurospora crassa, Homo sapiens o Xenopus laevis, donde se ha 
identificado la enzima alantoicasa, no se encuentran secuencias similares a las 
AAHs de plantas o bacterias (Ramazzina et al., 2008; Witte, 2011). Una excepción 
parece ser el caso de Chlamydomonas reinhardtii, en cuyo genoma se ha 
encontrado una secuencia homóloga a las AAHs, pero no a la alantoicasa, a pesar 
de que es el único organismo fotosintético del que se ha purificado y caracterizado 
una proteína que exhibe las propiedades moleculares y catalíticas típicas de las 




sugiere que se ha producido una divergencia evolutiva en la ruta de degradación 
del alantoato, de manera que en los organismos antes mencionados poseen sólo 
una de las dos vías. Esta hipótesis concuerda con los resultados obtenidos en 
Saccharomyces cerevisiae, cuyos mutantes deficientes en la actividad alantoicasa 
eran incapaces de crecer usando alantoato como única fuente de nitrógeno 
(Lawther et al., 1974), así como con los obtenidos en soja, usando inhibidores de 
ureasas y cultivares mutantes carentes de actividad ureasa (Stebbins y Polacco, 
1995), y en Arabidopsis, donde mutantes que carecían de la actividad alantoato 
amidohidrolasa eran incapaces de crecer en medios con alantoato como única 
fuente de nitrógeno (Todd y Polacco, 2006).  
 La reciente publicación de los genomas de soja (Schmutz et al., 2010) y de 
judía (http://www.phytozome.net) ha permitido comparar las regiones promotoras 
de algunos de los genes que participan en la síntesis y degradación del alantoato. 
Al igual que en el promotor del gen PvAAH (Figura 7), en las regiones promotoras 
de los genes de las enzimas uricasa y alantoinasa de judía y de soja se reconocen 
varios motivos de posible regulación por luz, por diferentes hormonas y por estrés 
biótico y abiótico. Estos resultados sugieren una relación entre el metabolismo de 
los ureidos y la respuesta a múltiples factores ambientales y de estrés, lo que está 
de acuerdo con los cambios en el metabolismo de los ureidos observados en 
diferentes situaciones de estrés tanto en plantas leguminosas (Serraj et al., 1999b; 
Alamillo et al., 2010), como en plantas no leguminosas (Yesbergenova et al., 
2005; Brychkova et al., 2008).  
 
2. Caracterización bioquímica de la proteína recombínate PvAAH-HA-
Strep y determinación de la actividad alantoato amidohidrolasa en 
tejidos de judía 
En el trabajo que aquí se presenta se ha llevado a cabo la caracterización 
bioquímica de la enzima alantoato amidohidrolasa identificada en judía (Figuras 2 




fusionada a una marca para su purificación. No obstante, al igual que ocurría con 
la AAH de Arabidopsis (Serventi et al., 2010), la proteína sobreexpresada en 
bacterias no era soluble en condiciones nativas. Para poder determinar las 
características bioquímicas de la AAH de judía, se optó por la sobreexpresión en 
plantas, siguiendo el método usado por Werner y col. (2008) para purificar las 
AAHs de Arabidopsis y soja. La proteína PvAAH expresada en Nicotiana 
benthamiana se purificó de forma fácil y rápida mediante la unión del epítopo 
StrepII a una resina de afinidad (Witte et al., 2004) (Figura 10) y dio lugar a una 
proteína recombinante activa (Figura 11). 
 Al igual que las AAHs descritas en Arabidopsis y soja, la proteína PvAAH-
HA-Strep utiliza alantoato como sustrato, pero no ureidoglicolato. En cambio, se 
ha descrito que la enzima alantoicasa (alantoato amidinohidrolasa) puede catalizar 
tanto la degradación de alantoato a ureidoglicolato como de este a glioxilato, lo 
que es típico de las alantoicasas (Gravenmade et al., 1970; Vogels y van der Drift, 
1976; Piedras et al., 2000). 
 Recientemente, varios trabajos (Serventi et al., 2010; Werner et al., 2010) 
han demostrado que los productos de la reacción catalizada por las AAHs, tanto de 
Arabidopsis como de E. coli, son ureidoglicina, CO2 y amonio. Estos autores 
observaron que la ureidoglicina que se producía enzimáticamente en esta reacción, 
se descomponía rápidamente a amonio, urea y glioxilato. Por tanto, en las 
condiciones de ensayo usadas por estos autores (muy similares a las usadas en este 
trabajo de tesis), en lugar de detectar 1 mol de amonio y 1 mol de ureidoglicina por 
cada mol de alantoato, se detectaban 2 moles de amonio, 1 mol de urea y 1 mol de 
glioxilato por cada mol de alantoato. Al igual que en las reacción de las AAHs de 
Arabidopsis y E. coli (Werner et al., 2008 y 2010; Serventi et al., 2010), en la 
reacción catalizada por la enzima PvAAH-HA-Strep se obtuvo una relación en la 
producción de amonio:glioxilato de 2:1, o 4:1 si se añadía ureasa antes de la 




caracterizada en este trabajo es una alantoato amidohidrolasa, que cataliza la 
degradación del alantoato a ureidoglicina, amonio y CO2. 
 La enzima PvAAH-HA-Strep mostró la mayor actividad a pH 8 (Figura 13, 
A), al igual que las AAHs de soja (Winkler et al., 1985) y de Bacillus fastidiosus 
(Xu et al., 1995b). Asimismo, en el trabajo de Lukaszewski y col. (1992) y en la 
caracterización de las AAHs de Arabidopsis y soja (Werner et al., 2008) se 
emplean tampones con valores de pH 8. Por el contrario, la actividad catalizadora 
de la degradación de alantoato anteriormente caracterizada en judía (PH-alcasa) 
presenta a pH 8 una reducción del 50% en su actividad (Raso et al., 2007a). 
 La actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep fue máxima a una 
temperatura de aproximadamente 40 ºC (Figura 13, B). Estos resultados son 
similares a los descritos para la AAH de Bacillus fastidiosus (Xu et al., 1995b) y 
para la actividad PH-alcasa de judía (Raso et al., 2007a).  
 La extracción y purificación de la proteína recombinante PvAAH-HA-
Strep activa, al igual que las AAHs de Arabidopsis y soja (Werner et al., 2008), 
requirió la presencia de una concentración elevada de DTT en los tampones de 
trabajo, de forma que una disminución de 15 mM a 2 mM en la concentración de 
DTT produjo una reducción del 80% en la actividad de esta proteína. De forma 
similar, Winkler y col. (1985) y Lukaszewski y col. (1992) usaron altas 
concentraciones de β-mercaptoetanol para la determinación de la actividad AAH 
en extractos de semillas y hojas de soja. También la actividad de la AAH de 
Bacillus fastidiosus aumentó en presencia de glutatión (Xu et al., 1995b). Por el 
contrario, la presencia de DTT no tuvo ningún efecto sobre la actividad PH-alcasa 
de judía (Raso et al., 2007a).  
 El efecto positivo del DTT sobre la actividad de la proteína PvAAH-HA-
Strep sugiere que esta enzima requiere grupos-SH reducidos para su actividad y, 
por tanto, es sensible a la inhibición por oxidación. Esto podría estar relacionado 
con la inhibición de la actividad de la proteína PvAAH-HA-Strep por glioxilato, en 




reductores u oxidantes sobre la actividad AAH, que podría ser relevante para la 
regulación post-transcripcional de la proteína, aún está pendiente de una 
demostración experimental. 
 La proteína PvAAH-HA-Strep mostró mayor nivel de actividad en 
presencia de manganeso, mientras que se inhibió por zinc y EDTA (Tabla 5). Estas 
características son comunes en todas las AAHs descritas tanto en plantas como en 
bacterias (Vogels, 1966; Winkler et al., 1985; Lukaszewski et al., 1992; Werner et 
al., 2008), así como en algunas otras enzimas de la ruta (Serventi et al., 2010). Por 
su parte, también la actividad PH-alcasa mostró activación por manganeso e 
inhibición por EDTA aunque, a diferencia de la PvAAH, esta enzima no mostró 
inhibición por zinc (Raso et al., 2007a). La activación por manganeso junto con el 
efecto inhibidor del EDTA sugieren que la AAH es una metaloenzima que 
probablemente contenga manganeso, de acuerdo con las conclusiones de Werner y 
col. (2008) para las AAHs de Arabidopsis y soja.  
 Para la proteína PvAAH-HA-Strep se determinó una Km de 0,46 mM para 
el alantoato (Figura 14). Este valor está en un rango de concentración similar al de 
la actividad AAH de semillas de soja (Winkler et al., 1985) (1 mM), así como al 
valor de Km (1,7 mM) para la siguiente enzima de esta ruta, la ureidoglicina 
aminohidrolasa de Arabidopsis (Shin et al., 2012). El valor de Km de la PvAAH es 
más alto que el descrito para las AAHs de soja y Arabidopsis (0,08 y 0,03 mM, 
respectivamente) (Werner et al., 2008). Sin embargo, mucho mayor fue la Km 
determinada anteriormente para la actividad PH-alcasa de judía, con valores de 
Km entre 2,5 y 6,6 mM para concentraciones de fenilhidrazina de 0,2 y 0,4 mM, 
respectivamente (Raso et al., 2007a).  
 Como ya se ha mencionado, con anterioridad a este trabajo, Raso y col. 
(2007a) purificaron parcialmente, mediante técnicas bioquímicas convencionales, 
una proteína capaz de catalizar la degradación de alantoato a partir de frutos de 
judía (PH-alcasa). Estos autores observaron que para poder determinar esta 




reacción se producía ureidoglicolato estequiométricamente con el alantoato pero 
no detectaban urea y sólo una pequeña fracción de amonio (10 – 12% del 
ureidoglicolato), lo que no concuerda con la estequiometría esperada para una 
actividad alantoato amidohidrolasa ni para una actividad alantoicasa. Para 
comprobar si la enzima PvAAH era la responsable de la actividad caracterizada 
por Raso y col. (2007a), se determinaron las actividades AAH y PH-alcasa durante 
la purificación de la proteína PvAAH-HA-Strep (Figura 12). En estos ensayos, la 
actividad PH-alcasa sólo se encontró en el extracto crudo y en la fracción recogida 
tras el primer lavado de la resina, mientras la actividad AAH se detectó en el 
extracto crudo y en la fracción donde se encontraba la proteína PvAAH-HA-Strep 
purificada. Estos resultados indican que la proteína PvAAH no es la responsable 
de la actividad PH-alcasa descrita por Raso y col. (2007a), lo que justifica las 
diferentes características bioquímicas que presentan ambas actividades 
enzimáticas, así como las diferencias observadas entre el patrón de expresión del 
gen PvAAH y los niveles de la actividad PH-alcasa (Figuras 17 y 18). 
 En extractos de raíces, tallos y hojas de plantas de judía se detectó una 
actividad enzimática capaz de catalizar la degradación del alantoato con 
producción directa de amonio en la reacción y con características similares a la 
proteína PvAAH-HA-Strep (Figura 16). Estos resultados coinciden con los 
obtenidos con la proteína PvAAH-HA-Strep pura (Figura 11) y con las AAHs de 
A. thaliana y E. coli (Werner et al., 2008; 2010; Serventi et al., 2010). Además, el 
análisis de la expresión del gen PvAAH en raíces, tallos y hojas de plantas 
noduladas de judía (Figura 17, C), así como en las raíces pilosas donde se había 
silenciado la expresión de este gen (Figura 18, A y B), mostró una clara 
correlación entre los niveles de esta actividad enzimática y la expresión del gen 
PvAAH. Todo esto indica que la degradación del alantoato en diferentes tejidos de 
judía está catalizada, al menos mayoritariamente, por la enzima alantoato 





3. Silenciamiento génico del gen PvAAH en judía 
A pesar de las dificultades encontradas para estudiar las enzimas involucradas en 
la degradación del alantoato en plantas (inestabilidad de las enzimas y de sus 
productos, controvertidos estudios fisiológicos y bioquímicos, entre otras), varios 
trabajos recientes en A. thaliana indican que, al menos en esta planta, la 
degradación del alantoato se lleva a cabo con producción directa de amonio, vía 
alantoato amidohidrolasa, ureidoglicina aminohidrolasa y ureidoglicolato 
amidohidrolasa (Todd y Polacco, 2006; Werner et al., 2008; Werner et al., 2010; 
Serventi et al., 2010). No obstante, en leguminosas ureídicas como judía y soja, 
donde los ureidos tienen una especial relevancia, aún no se puede descartar que 
estén también involucradas otras enzimas (Todd y Polacco, 2004; Raso et al., 
2007a; Muñoz et al., 2011). 
 Una de las razones por las que aún no se conocen con seguridad el número 
de enzimas que participan en el catabolismo del alantoato en leguminosas es la 
dificultad para obtener mutantes, además de los problemas que existen para la 
transformación genética de estas plantas (Revisado por Somers et al., 2003). No 
obstante, en los últimos años se han desarrollado técnicas que permiten la 
transformación de leguminosas recalcitrantes, como es la transformación de raíces 
de judía (Estrada-Navarrete et al., 2006; 2007).  
 En este trabajo se transformaron raíces de judía en las que se bloqueó post-
transcripcionalmente la expresión del gen PvAAH. En estos tejidos, se observó que 
el descenso en la expresión del gen PvAAH dio lugar a un descenso también de la 
actividad AAH, así como a un incremento proporcional en los niveles de alantoato 
(Figura 18). No obstante, este cambio en los niveles de ureidos no se correlacionó 
con cambios en la actividad PH-alcasa, que se mantuvo constante, con niveles de 
actividad específica 10 veces superiores a la actividad AAH (Figura 18, C y D), lo 
que sugiere que in vivo la actividad PH-alcasa no tiene un papel relevante en la 




 Como se mostró en la figura 18, en las raíces pilosas se observaron 
elevados niveles de alantoato. Esto podría deberse a que las raíces pilosas son 
tejidos con un crecimiento muy rápido, donde los procesos de reciclaje en los que 
participa el catabolismo de los ureidos han de tener una gran importancia, al igual 
que ocurre en las hojas superiores (más jóvenes) de la planta y donde también se 
observaron altos niveles de ureidos y de actividad alantoinasa (Figura 26). 
 Raso y col. (2007a) mostraron que la actividad enzimática PH-alcasa era 
dependiente de fenilhidrazina y que este compuesto tenía un doble efecto como 
activador e inhibidor, según la concentración. La fenilhidrazina ha sido también 
usada para la determinación de otras actividades enzimáticas que inicialmente se 
describieron como ureidoglicolato urea-liasas (Muñoz et al., 2001; 2006). En estos 
trabajos se postulaba que la fenilhidrazina se unía al glioxilato producido en estas 
reacciones, evitando la inhibición por producto de la reacción. No obstante, 
recientemente se ha demostrado que esta no es la función de la fenilhidrazina, sino 
que este compuesto actúa como cosustrato, junto con el ureidoglicolato, dando 
lugar a la formación de ureidoglicolato de fenilhidrazona, que se descompone 
espontáneamente liberando glioxilato y urea (Muñoz et al., 2011). De modo 
parecido, una de las posibles razones que se dan para explicar la dependencia de 
fenilhidrazina de la actividad PH-alcasa y los bajos niveles de amonio producidos 
por esta reacción es que, in vitro, la fenilhidrazina forme un complejo con el 
alantoato que actúa como sustrato de esta enzima (Raso et al., 2007a). 
Independientemente de la función de las enzimas caracterizadas por Raso y col. 
(2007a), Muñoz y col.(2001) y Muñoz y col. (2006), in vitro estas actividades 
requieren fenilhidrazina. Dado que la fenilhidrazina no existe en la naturaleza, 
Raso y col. (2007a) y, más tarde, Muñoz y col. (2011) sugirieron que in vitro el 
complejo fenilhidrazina-alantoato o la fenilhidrazina, respectivamente, actuarían 
sustituyendo al verdadero sustrato de estas enzimas.  
 Por último, el incremento de ureidos (principalmente alantoato) en las 




indica que la degradación del alantoato es catalizada sólo por la enzima alantoato 
amidohidrolasa, al igual que se ha descrito en Arabidopsis (Todd y Polacco, 2006; 
Werner et al., 2008). Asimismo, esta conclusión está de acuerdo con los datos 
bioquímicos obtenidos en soja por diferentes autores (Winkler et al., 1987; 
Stebbins y Polacco, 1995; Todd y Polacco, 2004), así como con la falta de 
secuencias de nucleótidos en el genoma de judía que pudieran codificar una 
alantoato amidinohidrolasa (alantoicasa). 
 
4. Regulación del metabolismo del alantoato  
4.1. Cambios en el metabolismo del alantoato a lo largo del desarrollo de 
judía 
Numerosos trabajos han mostrado una correlación directa entre la cantidad de 
ureidos y la fijación de nitrógeno. No obstante, tanto en leguminosas ureídicas no 
noduladas (fertilizadas con nitrato) como en plantas no leguminosas se han 
observado niveles significativos de ureidos, contradiciendo la frecuente idea de 
que sólo en leguminosas ureídicas cultivadas en condiciones de fijación de 
nitrógeno se encuentran concentraciones altas de ureidos. (Thomas et al., 1980; 
Thomas y Schrader, 1981a; Schubert y Boland, 1990; Brychkova et al., 2008; 
Santos et al., 2009).  
 En este trabajo se han estudiado en profundidad los cambios producidos en 
el metabolismo de los ureidos a lo largo del desarrollo en plantas noduladas y en 
plantas fertilizadas con nitrato (no noduladas) de judía. Los resultados obtenidos 
demuestran que en P. vulgaris el contenido de ureidos muestra sólo una buena 
correlación con la fijación de nitrógeno durante la etapa de desarrollo vegetativo. 
Tras la floración, el contenido de ureidos en las hojas y tallos aumenta más 
drásticamente que la fijación de nitrógeno (Figura 19 y 20). Además, en hojas y 
tallos de las plantas fertilizadas con nitrato (sin nódulos) se observaron también 
niveles significativos de ureidos durante las últimas etapas del desarrollo de la 




durante la fase reproductiva, tanto en las plantas noduladas como en las fertilizadas 
con nitrato, no proviene únicamente de la fijación de nitrógeno. Los resultados que 
se muestran en la figura 26 apoyan esta hipótesis e indican que los ureidos en las 
plantas fertilizadas con nitrato proceden del nitrógeno movilizado desde las hojas 
más viejas. Esta movilización de N sería también causante del brusco incremento 
de ureidos observado a 35 DPS en las hojas de las plantas noduladas (Figura 19 y 
26). Estos resultados están de acuerdo con los obtenidos por Herridge y Peoples 
(1990) en soja, quienes observaron que la correlación entre la fijación de nitrógeno 
y el contenido de ureidos cambiaba durante la transición entre la fase vegetativa y 
la reproductiva. También Aveline (1995), utilizando variedades de maduración 
temprana de soja, sugirió que una fuente de error en la estimación de la fijación de 
nitrógeno mediante la determinación de ureidos estaba precisamente causada por 
el nitrógeno que procedía de los tejidos senescentes. Recientemente, en nuestro 
grupo se ha demostrado que, en condiciones de déficit hídrico, las plantas de judía 
acumulan ureidos incluso cuando carecen de nódulos (plantas fertilizadas con 
nitrato), así como en plantas donde los nódulos han dejado ya de funcionar debido 
a la sequía y se sugiere que los ureidos provienen de la removilización del 
nitrógeno de los tejidos senescentes (Alamillo et al., 2010). Asimismo, estos 
resultados están de acuerdo con los trabajos pioneros de Thomas y col. (1979; 
1980) usando plantas de judía fertilizadas con diferentes fuentes de nitrógeno, en 
las que también se encontraban cantidades elevadas de ureidos.  
 Es interesante mencionar que, tanto en los nódulos como en las raíces de 
las plantas noduladas, el contenido de ureidos y la expresión de los genes y 
enzimas relacionados con el metabolismo de estos compuestos siguieron cinéticas 
similares a la de la fijación de nitrógeno durante todo el desarrollo de la planta 
(Figuras 19, 20 y 21). En cambio, esta correlación no existía en hojas y tallos de 
las mismas plantas. De nuevo, esto indica que parte de los ureidos que se 




de otros órganos, y no de la síntesis de purinas de novo a partir del nitrógeno fijado 
en los nódulos (Figura 19 y 20).  
 En los tallos y hojas, el ureido más abundante fue el alantoato, excepto en 
las muestras de 21 DPS donde había tanto alantoína como alantoato. En cambio, 
en las raíces se observaron niveles similares de alantoína y de alantoato, así como 
niveles de alantoato generalmente más bajos que en tallos y hojas, de acuerdo con 
la menor actividad de la enzima alantoinasa observada en las raíces. Del mismo 
modo, el aumento en los niveles de alantoato en los tallos, tanto en las plantas 
noduladas como en las fertilizadas con nitrato, se corresponde con un incremento 
paralelo de la actividad alantoinasa a lo largo del desarrollo en este tejido (Figura 
23). Por el contrarío, en las hojas no parece haber una correlación entre el 
contenido de ureidos y la actividad alantoinasa, lo que sugiere que el alantoato 
acumulado en este tejido proviene en gran parte del transporte a través del tallo.  
 El incremento de actividad alantoinasa en los tallos está de acuerdo con los 
resultados obtenidos a principios de los años 80 por Thomas y Schrader (1981a) 
también en plantas de judía, aunque, dada la poca información molecular 
disponible en aquellos momentos, en ese trabajo no se analizó la expresión de los 
genes que codifican esta actividad enzimática. De hecho, a pesar del gran número 
de trabajos que han estudiado la actividad alantoinasa en plantas, existe poca 
información acerca de la expresión de los genes que codifican esta actividad 
enzimática en plantas. Los resultados obtenidos en esta tesis muestran un patrón 
muy similar entre la expresión del gen PvALN.1 y la actividad alantoinasa, tanto en 
las plantas noduladas como en las fertilizadas con nitrato, especialmente en los 
tallos (Figura 22). El incremento en la actividad alantoinasa a lo largo del 
desarrollo de la planta, paralelo al incremento en la expresión del gen PvALN, 
indica que la regulación de la enzima alantoinasa ocurre a nivel transcripcional, al 
menos en los tallos. Yang y Han (2004) analizaron la expresión del gen de la 
enzima alantoinasa (ALN) en Robinia pseudoacacia, una leguminosa no ureídica. 




gen en el cambium vascular, corroborando que en leguminosas no ureídicas el gen 
de la alantoinasa también se expresa diferencialmente en el tallo. En Arabidopsis, 
Werner y col. (2008) analizaron la expresión del gen ALN en plantas cultivadas 
con diferentes fuentes de nitrógeno. Sus resultados mostraban una reducción de la 
expresión del gen ALN en hojas cuando la planta era fertilizada con nitrato y una 
mayor expresión en respuesta a la falta de nitrógeno, así como con alantoína como 
única fuente de nitrógeno. No obstante, no está claro si estos cambios en la 
expresión del gen de la alantoinasa se deben a una represión por nitrato o a una 
inducción por déficit de nitrógeno, en el caso de la alantoína como única fuente de 
nitrógeno. A diferencia de lo que ocurre en Arabidopsis, la expresión del gen de la 
alantoinasa en hojas de judía fue similar en las plantas fertilizadas con nitrato y en 
las plantas noduladas. No obstante, sí hubo una mayor expresión de este gen en las 
muestras de tallos procedentes de las plantas noduladas (Figura 22). 
 Thomas y Schrader (1981a) sugirieron que la causa de la acumulación de 
ureidos observada en las últimas etapas del desarrollo de plantas de soja no 
noduladas debía ser la escasa capacidad para degradar el alantoato en esa 
situación. No obstante, estos autores no determinaron la actividad catalizadora de 
la degradación del alantoato de estas plantas, ni la expresión de los genes 
involucrados en ella. Los resultados del trabajo que aquí se presenta muestran que 
la actividad en hoja de la PH-alcasa (Raso et al., 2007a) fue similar a lo largo del 
desarrollo, tanto en plantas noduladas como en plantas fertilizadas con nitrato 
(Figura 25, B). Por su parte, la actividad de la proteína PvAAH (actividad AAH) 
mostró un descenso a lo largo del desarrollo en hojas, tanto de las plantas 
noduladas como de las fertilizadas con nitrato. Estos resultados no concuerdan con 
la expresión del gen PvAAH en estos tejidos (Figura 24), pero en cambio sí 
explicarían el incremento de ureidos observado en este tejido a lo largo del 
desarrollo de la planta (Figura 19, C). Las diferencias entre los patrones de 
expresión del gen PvAAH y la actividad AAH sugieren que la actividad de la 




la que también llegaron Charlson y col. (2009) y Alamillo y col. (2010) en plantas 
sometidas a déficit hídrico de soja y de judía, respectivamente. A diferencia de lo 
que ocurre en judía (Figura 24), la expresión del gen de la AAH fue similar en 
raíces, tallos y hojas de plantas de Arabidopsis (Todd y Polacco, 2006). Asimismo, 
Werner y col. (2008) observaron que la expresión de este gen era similar en hojas 
de plantas cultivadas con diferentes fuentes de nitrógeno. Nuestros resultados 
también muestran que el gen PvAAH se expresa de forma similar en condiciones 
de FBN y nitrato. No obstante, en judía se observó claramente una expresión 
mayor del gen PvAAH en las hojas que en el resto de tejidos (Figura 17 y 24). La 
discrepancia entre los resultados de ambos trabajos podría explicarse por la mayor 
sensibilidad de la técnica usada en esta tesis (PCR tiempo real) frente a la de la 
usada por Todd y Polacco (2006) (RT-PCR semicuantitativa), que podría no ser 
suficientemente sensible para detectar los cambios moderados en la expresión del 
gen. 
 Durante mucho tiempo, el catabolismo del alantoato se ha considerado 
como el paso limitante del metabolismo de los ureidos (Thomas y Schrader, 
1981a), así como una de las causas de la acumulación de ureidos observada en 
plantas de soja en condiciones de déficit hídrico (King y Purcell, 2005). En 
cambio, nuestros datos muestran que la acumulación de ureidos en los tallos se 
produce principalmente por un aumento en la síntesis de alantoato, a través de la 
inducción de la expresión del gen de la alantoinasa (Alamillo et al., 2010), 
mientras que en hojas se debería también en parte a una disminución de la 
actividad AAH, regulada posiblemente a nivel post-transcripcional (Figuras 22, 
23, 24 y 25). 
 Los niveles de ureidos, aminoácidos y nitrato en el xilema de las plantas de 
judía (Figura 25 y en la tabla 8) se ajustaron a lo esperado para una leguminosa 
ureídica, que se comporta como ureídica cuando utiliza el N procedente de la FBN 
pero como amídica cuando crece a expensas de N procedente de la fertilización 




muchos autores. Además, la concentración de aminoácidos que se muestran en la 
tabla 8 concuerda con los resultados obtenidos por Leidi y Rodríguez-Navarro 
(2000) en plantas de judía fertilizadas con nitrato. No obstante, aunque el xilema 
de las plantas fertilizadas con nitrato transporta mucha más asparragina y 
glutamina que el de las plantas noduladas, es interesante señalar que en las plantas 
noduladas también se produjo un incremento en los niveles de estos dos 
aminoácidos durante la última etapa del desarrollo, coincidiendo con el llenado de 
los frutos. Este incremento de asparragina y glutamina, así como de ureidos, 
observado durante las últimas fases del desarrollo procede probablemente de la 
removilización de nutrientes de los tejidos senescentes, lo que explicaría las 
diferencias entre las concentraciones de ureidos determinadas en el xilema, 
recogido en el primer nudo, y los niveles encontrados en las hojas trifoliadas 
(Tabla 8). Por otro lado, la baja actividad nitrogenasa encontrada a 21 DPS (Figura 
20) podría explicar el elevado nivel de asparragina en el xilema de las plantas 
noduladas, ya que en ese periodo el nitrógeno fijado aún no es suficiente para 
suplir las necesidades de la planta (Hungria et al., 1991). 
 Varios trabajos han mostrado que una gran parte del N que se acumula en 
los frutos y semillas de plantas de guisante y de otras leguminosas de grano 
procede de la removilización de compuestos nitrogenados de órganos más viejos 
(Salon et al., 2001; Schiltz et al., 2005; Munier-Jolain et al, 2008). No obstante, 
Fischinger y Schulze (2010) mostraron que, durante el desarrollo de frutos de 
guisante, la tasa de fijación de nitrógeno y de CO2 aumentaban en los nódulos y 
propusieron que ello podía ser un mecanismo para suplir la alta demanda de 
nitrógeno de los frutos en desarrollo de guisante. En cambio, nuestros resultados 
en plantas de judía no coinciden con las conclusiones de este último trabajo, ya 
que en judía se observó que la tasa de fijación de nitrógeno descendió justo antes 
del comienzo del llenado de frutos y, por tanto, el nitrógeno para esta etapa ha de 
proceder de la movilización de compuestos nitrogenados de los tejidos vegetativos. 




como de las fertilizadas en nitrógeno (Tabla 8) sugiere que los ureidos juegan un 
papel importante en el desarrollo del fruto en estas plantas. De acuerdo con esto, 
Ishizuka (1977) propuso que el nitrógeno transportado en forma de ureidos era 
usado con mayor eficiencia para la producción de proteínas de reserva en las 
semillas que el nitrógeno procedente de aminoácidos, amidas o nitrato. Además, 
los altos niveles de ureidos y actividad alantoinasa encontrados en los frutos en 
desarrollo de judía (Raso et al., 2007b) apuntan a que el metabolismo de los 
ureidos tiene una función fisiológica importante en el llenado de frutos en estas 
plantas. 
 En hojas de plantas noduladas de judía se observó un brusco incremento en 
el contenido de ureidos entre los 28 y 35 DPS (Figura 19). El análisis en detalle de 
estos cambios mostró que este incremento de ureidos se producía en tan sólo 1 o 2 
días y que coincidía con el inicio de la floración de estas plantas. Además, se 
observó que la mayoría de las plantas noduladas habían florecido entre los 28 y los 
35 DPS, mientras que sólo la mitad de las plantas fertilizadas con nitrato habían 
florecido a los 35 DPS (Figura 28). A pesar de que estos resultados sugerían una 
relación entre este incremento de ureidos y la floración temprana de las plantas 
noduladas, el tratamiento de las plantas noduladas con un inhibidor de síntesis de 
los ureidos (alopurinol) no produjo un retrasó de su floración (Figura 29), lo que 
indicaba que el incremento brusco de ureidos que acompaña a la floración no 
puede ser la razón de la floración temprana en las plantas noduladas. Varios 
autores han observado un adelanto en la floración en diferentes especies de plantas 
cultivadas con bajas concentraciones de nitrato (Dickens y Staden, 1988; Castro-
Marín et al., 2011). Además del aporte de N, también los niveles de carbohidratos 
pueden afectar al tiempo de floración (Bernier et al., 1993; Eveland y Jackson, 
2012). La floración temprana de las plantas noduladas respecto a las fertilizadas 
con nitrato podría deberse a diferencias en el balance C/N en estas dos situaciones. 
 En plantas, los niveles de carbohidratos regulan gran número de procesos, 




transición floral (Gibson, 2005; Eveland y Jackson, 2012). No obstante, este tipo 
de regulación es compleja y aún no está claro si el detonante de algunos de los 
anteriores procesos son altos o bajos niveles de carbohidratos (Ohto et al., 2001; 
van Doorn, 2008).  Muchos de estos procesos coinciden también con grandes 
cambios en el metabolismo de los ureidos (Raso et al., 2007a; Quiles et al., 2009; 
Alamillo et al., 2010). Diferentes autores han observado un incremento en los 
niveles de glucosa coincidiendo con el momento de la floración y han propuesto 
que este incremento en los niveles de glucosa podría actuar como una señal para el 
inicio de la floración (Bodson y Outlaw, 1985; Milyaeva y Komarova, 1988; 1996; 
Houssa et al., 1991; Lejeune et al., 1991; 1993). Los resultados de Bodson y col. 
(1977) indican que el incremento en los niveles de glucosa proviene de la 
degradación del almidón almacenado en los tallos y hojas. El papel de la glucosa 
como señal de inicio de la floración concuerda con los resultados obtenidos con 
varios mutantes de Arabidopsis afectados en la síntesis y degradación del almidón, 
así como en plantas de tomate y de patata (Muller-Rober et al., 1992; Micallef et 
al., 1995; Corbesier et al., 1998). En hojas de plantas de judía cultivadas en FBN 
se observó un brusco incremento en el contenido de glucosa a 28 DPS (Figura 31). 
Este aumento en los niveles de glucosa coincidió además con el inicio de la 
floración (Figura 28) y precedió al incremento drástico en la concentración de 
ureidos en estas plantas (Figura 19). Además, en plantas de judía de la misma edad 
fertilizadas con nitrato, pero que aún no habían florecido, se observaron niveles de 
glucosa y almidón mucho menores a los encontrados en las plantas noduladas 
(Figuras 30 y 31). Estos resultados concuerdan con los trabajos antes 
mencionados, y sugieren que los niveles de glucosa, además de actuar como señal 
para la floración, regulan directa o indirectamente el metabolismo de los ureidos. 
Esta hipótesis podría servir también para explicar el incremento en los niveles de 
ureidos observado en las hojas iluminadas de las plantas tratadas en los 
experimentos de oscuridad parcial (Figura 38), donde se observó también un 




plantas sometidas a oscuridad parcial se observó un descenso del contenido de 
almidón, similar al que se produce en hojas al aumentar su edad (Figura 31), lo que 
sugiere que el incremento de glucosa se genera a partir de la degradación del 
almidón almacenado en este tejido, de acuerdo con lo descrito por Bodson y col. 
(1977). En resumen, el análisis de los niveles de ureidos y carbohidratos en hojas 
de judía durante el inicio de la etapa reproductiva sugiere que la glucosa actuaría 
como señal de síntesis de alantoato en las hojas, que servirá probablemente como 
fuente de nitrógeno para el llenado de los frutos y semillas. Estos resultados 
contrastan, en cambio, con el efecto de la glucosa en nódulos de judía, en donde 
altos niveles de glucosa potencian la síntesis de asparragina y reducen la de 
ureidos (Silvente et al, 2008).  
El mayor contenido de carbohidratos en las hojas de las plantas noduladas 
que en las de las plantas fertilizadas con nitrato (Figura 30) explica la mayor 
relación entre el peso seco y fresco observada en las plantas noduladas (Tabla 9), 
posiblemente debido a la acumulación de almidón. Por otra parte, las hojas de las 
plantas fertilizadas con nitrato fueron ligeramente más grandes, alcanzaron una 
mayor biomasa y presentaron un mayor contenido en proteína, lo que se explicaría 
por una deficiencia de N en las plantas noduladas. De acuerdo con estos 
resultados, varios autores han observado un mayor contenido de carbohidratos en 
hojas de plantas cultivadas en condiciones de nitrógeno limitante, y sugieren que la 
causa del mayor contenido en carbohidratos en estas plantas era una disminución 
en la demanda de esqueletos carbonados para la síntesis de aminoácidos y 
proteínas debido a la deficiencia de nitrógeno (Ono et al., 1996; Ono y Watanabe, 
1997; Palenchar et al., 2004). El efecto de la limitación de N sobre la floración fue 
establecido por Castro-Marín y col. (2011) tras analizar el momento de floración 
en mutantes de Arabidopsis cultivados con diferentes concentraciones de nitrato. 
Estos autores observaron que las plantas de Arabidopsis cultivadas con 
concentraciones limitantes de nitrato presentaban una menor biomasa y un menor 




noduladas de judía, cuyas hojas también presentan menor contenido en proteína y 
clorofilas que las de las plantas fertilizadas con nitrato (Tabla 9), y están de 
acuerdo con trabajos anteriores que muestran que, por lo general, la fijación de 
nitrógeno es poco eficiente en judía (Graham y Rosas, 1977; Graham, 1981). 
 
4.2 Regulación del metabolismo del alantoato por luz y oscuridad  
Brychkova y col. (2008) observaron un incremento en los niveles de alantoína y 
alantoato, así como de la expresión de los genes involucrados en la síntesis y 
degradación de los ureidos en plantas de Arabidopsis mantenidas en oscuridad. 
Con anterioridad a este trabajo, varios autores describieron un incremento en el 
contenido de ureidos tanto en leguminosas como en plantas no leguminosas 
mantenidas en oscuridad (Revisado en Thomas et al., 1981b). Por tanto, no es 
sorprendente que en la región promotora del gen PvAAH, así como en la de otros 
genes de esta ruta, se hayan identificado varios motivos de posible regulación de la 
transcripción por luz (Figura 7), aunque la relevancia funcional de esas secuencias 
está aún por demostrar.  
 En este trabajo no se han encontrado cambios cuantitativamente 
importantes en los niveles de ureidos en judía a lo largo del ciclo normal de luz y 
oscuridad (16 h de luz y 8 h de oscuridad) (Figura 32). En Arabidopsis, Brychkova 
y col. (2008) observaron pequeñas oscilaciones del contenido en alantoína en los 
ciclos de luz/oscuridad, similares a los que hemos observado en judía, aunque los 
niveles de alantoína en aquellas plantas eran mucho menores. No obstante, en 
plantas de judía sometidas a oscuridad durante 48 h se observó un incremento en 
los niveles de ureidos, que se revertía tras 24 h en condiciones de iluminación 
normales (Figura 33), lo que confirma que estos cambios estaban mediados 
directamente por la falta de luz. De forma similar, en plantas noduladas de judía 
mantenidas en condiciones de oscuridad parcial (50% de sus hojas cubiertas) se 
observó un incremento en los niveles de ureidos en tallos y en las hojas no 




fueron ligeramente más bajos que en los controles (Figura 34). Además, en las 
plantas con el 50% de las hojas cubiertas se observó un descenso en tasa de 
fijación de nitrógeno (Figura 37), probablemente debido a la reducción del aporte 
de carbohidratos a los nódulos, lo que está de acuerdo con los resultados de 
diversos autores en leguminosas sometidas a condiciones de oscuridad total o 
parcial (Williams et al., 1982; Siddique y Bal, 1991; Gorgoncena et al., 1997; 
Schulze, 2003). Estos resultados indican que el incremento de ureidos observado 
en estas plantas proviene de la movilización de otros compuestos nitrogenados y 
no de la fijación de nitrógeno, tal y como concluye Schulze (2003) con plantas de 
guisante y haba en respuesta a una reducción en la capacidad fotosintética. 
Además, el incremento en la actividad alantoinasa en los tallos de las plantas 
sometidas a oscuridad parcial (Figura 35) justifica el incremento en ureidos en 
estas plantas, al igual que ocurre en tallos a lo largo del desarrollo de la planta 
(Figura 23) o en condiciones de sequía (Alamillo et al., 2010). A diferencia de la 
actividad alantoinasa, la actividad PH-alcasa no mostró cambios significativos en 
ninguno de estos tratamientos, mientras que la actividad AAH descendió en las 
hojas no iluminadas de las plantas tratadas (Figura 24), lo que sugiere que también 
en estas condiciones la concentración de ureidos depende sobre todo de la 
regulación (inducción) de la actividad alantoinasa, aunque también de una menor 
degradación del alantoato, vía AAH. 
 
4.3 Regulación del metabolismo del alantoato por diferentes tipos de estrés 
Numerosos trabajos han descrito que los ureidos se acumulan en leguminosas 
ureídicas sometidas a condiciones de estrés hídrico (Serraj et al., 1999b; King y 
Purcell, 2005; Charlson et al., 2009). Además, el incremento en los niveles de 
ureidos, principalmente alantoato, se ha relacionado con la inhibición de la fijación 
de nitrógeno que se produce en estas condiciones (Serraj et al., 1999b; King y 
Purcell, 2005). En nuestro grupo, analizamos los niveles de ureidos de plantas de 




los niveles de ureidos en raíces, tallo y hojas pero no en los nódulos (Alamillo et 
al., 2010). Además, en ese trabajo se observó un incremento en la expresión de los 
genes de las enzimas uricasa, alantoinasa y alantoato amidohidrolasa en los tejidos 
sometidos a déficit hídrico, así como un incremento de la actividad alantoinasa en 
los tallos de estas plantas. El efecto del déficit hídrico sobre la expresión de los 
genes del metabolismo de los ureidos está de acuerdo con la presencia de los 
diversos motivos de regulación por estrés identificados en la región promotora de 
los genes de la alantoato amidohidrolasa (Figura 7) y de la alantoinasa de judía.  
 Varios autores han propuesto que la causa de la acumulación de ureidos en 
las plantas sometidas a déficit hídrico sería un descenso en el catabolismo del 
alantoato, posiblemente debido a una disminución del manganeso disponible en 
esas condiciones y que es esencial para la actividad de la enzima AAH 
(Lukaszewski et al., 1992; Vadez et al., 2000; Purcell et al., 2000; Sinclair et al., 
2003). No obstante, Werner y col. (2008) concluyeron que es poco probable que la 
disponibilidad de este micronutriente pueda provocar la inhibición de la actividad 
AAH en condiciones de déficit hídrico, dada la baja concentración de manganeso 
necesaria para la actividad AAH (50 μM) y el manganeso existente en hojas de 
soja (en torno a 40 μM). En nuestro trabajo se han analizado las actividades 
degradadoras de alantoato AAH y PH-alcasa en hojas de plantas de judía que 
dejaron de regarse durante 10 días. Se encontró que la actividad PH-alcasa no 
sufrió cambios significativos, mientras que la actividad AAH disminuyó más de un 
50% por el déficit hídrico impuesto (Figura 39). Estos resultados sugieren que la 
acumulación de ureidos en hojas, principalmente alantoato, está mediada no sólo 
por el incremento de la actividad alantoinasa sino también por una disminución de 
la actividad AAH. Dado que la expresión del gen PvAAH no sólo no disminuyó en 
hojas sometidas a déficit hídrico sino que aumentó, estos resultados están de 
acuerdo con la regulación a nivel post-transcripcional de la actividad AAH que 




como a los resultados obtenidos en hojas a lo largo del desarrollo de plantas de 
judía (Figura 24 y 25).  
 Como se ha mencionado anteriormente, la proteína PvAAH podría ser 
sensible a la oxidación. El aumento en la producción de especies reactivas de 
oxígeno (ROS) es una de las primeras respuestas comunes a muchos tipos de 
estrés, entre ellos el estrés por déficit hídrico (Morán et al., 1994; Mittler, 2002; 
Mittler et al., 2011). Estas condiciones podrían favorecer la oxidación de los 
grupos SH de la proteína PvAAH, disminuyendo así su actividad. Por otra parte, 
diferentes trabajos han mostrado un aumento de las ROS al aumentar la edad de la 
hoja, así como en plantas sometidas a oscuridad (Guo y Crawford, 2005; Vanacker 
et al., 2006; Brychkova et al., 2008; Agüera et al., 2010). Por tanto, un cambio en 
las condiciones redox de la célula, que suponga una disminución de la capacidad 
reductora y el aumento de la producción de ROS, podría causar la inhibición de la 
degradación del alantoato, vía AAH, con la consiguiente acumulación de ureidos 
(alantoato) que acompaña a cada una de las condiciones antes mencionadas. No 
obstante, esta hipótesis está aún pendiente de comprobación experimental en judía 
y en otras especies vegetales. 
 En la región promotora del gen PvAAH se han identificado varios motivos 
de regulación de la transcripción en respuesta a diversas hormonas vegetales, entre 
ellas el ABA, y por temperatura. De acuerdo con esto, Alamillo y col. (2010) 
observaron un incremento en la expresión de los genes de la uricasa, alantoinasa y 
alantoato amidohidrolasa en hojas y tallos tratados con ácido abscísico, lo que 
sugiere que esta hormona podría estar relacionada con el incremento en la 
expresión de los genes del metabolismo de los ureidos observado en condiciones 
de déficit hídrico.  
 La inducción de los genes relacionados con los ureidos por ABA, y estrés 
abiótico en general, no afecta sólo a las leguminosas ureídicas, sino que se ha 
descrito también en Arabidopsis (Brychkova et al., 2008; Yesbergenova et al., 




tratamientos con ácido jasmónico y con ácido salicílico, al igual de choque 
térmico, provocan también un aumento en la expresión del gen PvAAH (Figura 
40). No obstante, a pesar del aumento en la expresión del gen PvAAH en hojas de 
plantas tratadas con ABA, SA, JA y choque térmico, no se observaron cambios 
significativos en los niveles de ureidos en estos tejidos (Figura 41). Esto podría 
explicarse por la corta duración de los diferentes tratamientos, o por los diferentes 
niveles de regulación (activación o represión) sobre los diversos genes de la ruta. 
 Varios trabajos han descrito cambios en diversas enzimas del metabolismo 
de los ureidos en respuesta a patógenos (Buonaurio y Montalbini, 1994; 
Montalbini, 1995; Alamillo y García-Olmedo, 2001). Por otra parte, plantas de 
tabaco tratadas con el inhibidor de XDH, alopurinol, fueron más susceptibles a la 
infección por virus que las plantas sin tratar (Silvestri et al., 2008). Todos estos 
resultados apuntan a que el metabolismo de ureidos, además de estar implicado en 
la tolerancia/sensibilidad a la sequía, podría estar involucrado en las respuestas de 






























































































1. Se ha identificado y caracterizado el gen de la alantoato amidohidrolasa en 
judía, que es la única secuencia en su genoma que codifica una proteína 
conocida con capacidad para catalizar la degradación del alantoato. Esta 
enzima cataliza la degradación del alantoato a S-ureidoglicina, CO2 y 
amonio. 
 
2.  El incremento en la concentración de alantoato observado al bloquear la 
expresión del gen PvAAH en raíces de judía indica que la alantoato 
amidohidrolasa es la enzima responsable de la degradación del alantoato en 
judía. 
 
3.  La acumulación de alantoato producida en las partes aéreas de las plantas 
durante las últimas etapas del desarrollo y en tratamientos de oscuridad se 
debe, en parte, a la removilización de compuestos purínicos de otros tejidos. 
 
4.  Los niveles de ureidos en judía se regulan principalmente a través de la 
inducción transcripcional de la enzima alantoinasa en los tallos, así como por 
un descenso en hojas de la actividad AAH, regulada a nivel post-
transcripcional.  
 
5.   El paralelismo entre la acumulación de ureidos y el nivel de glucosa durante 
la floración de judía y en condiciones de oscuridad sugiere que los niveles de 
ambos metabolitos están relacionados. 
 
6.  Los cambios en el metabolismo de los ureidos en respuesta a sequía y a 
reguladores como el ácido abscísico, ácido jasmónico y ácido salicílico y la 
presencia de motivos de regulación por estrés en la región promotora de los 
genes del metabolismo de ureidos indican que los ureidos están involucrados 
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